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I- Traitements et résistance aux insecticides chez les moustiques 
I.1- La résistance aux pesticides, un modèle d’adaptation rapide 
La résistance aux pesticides pose de nombreux problèmes en production agricole ou en 
santé publique car la résistance de certains insectes peut avoir comme conséquence indirecte 
une recrudescence des maladies dont ils sont vecteurs. Outre les aspects pratiques, d’un point 
de vue fondamental, les résistances aux pesticides offrent aux chercheurs la possibilité de 
travailler sur des exemples d’adaptations rapides aux perturbations d’origine 
anthropique entrainant des changements drastiques de l’environnement. Leur étude permet 
de mieux comprendre comment de tels processus adaptatifs apparaissent et évoluent au sein 
des populations sur des pas de temps très courts au regard du temps évolutif. 
 
La résistance est une caractéristique héritable d’une espèce, permettant de survivre et 
de se reproduire, à des doses de pesticide létales pour la plupart des individus de type sensible 
de cette espèce. Les résistances aux pesticides sont apparues très rapidement après les 
premières utilisations d’insecticide (Lindquist & Wilson 1948) ou d’herbicide (Ryan 1970). 
Chez les moustiques, l’apparition de résistance au DDT est apparue en Floride (USA) 
seulement un an après les premières utilisations de ce produit en démoustication en 1946 
(Hemingway & Ranson 2000). 
 
Figure 1 : Evolution du nombre d’espèces d’arthropodes, de champignons et d’adventices résistantes 







 La progression des résistances touche la plupart des familles de pesticides et couvre 
l’ensemble des espèces cibles exposées régulièrement aux pesticides (figure 1, Holt & Le 
Baron 1990). Il est intéressant de souligner également que la majorité de ces résistances se 
trouve concentrée dans les pays développés, là où l’utilisation des pesticides est intensive.  
 
I.2- Mécanismes de résistance aux pesticides  
Les pesticides sont classés en différentes familles de molécules chimiques, chaque 
famille possédant un mode d’action propre chez les espèces qu’elle contrôle. Les 
changements adaptatifs liés à la résistance aux pesticides sont très étudiés et connus pour de 
nombreuses familles de molécules. Ils font intervenir plusieurs mécanismes : des mutations 
dans la séquence du gène codant pour la cible et l’élévation des processus de détoxication sont 
les deux mécanismes majeurs à l’origine de la résistance aux pesticides (Scott 1999, Brogdon 
& McAllister 1998, Ffrench-Constant et al. 2004,).  
 
La résistance peut résulter de mutations ponctuelles dans le gène codant pour la(es) 
protéine(s)-cible(s) de l'insecticide. Dans ce cas, la résistance résulte de la modification de la 
cible de l’insecticide (Ffrench-Constant et al. 2004). Une seule mutation non synonyme dans 
le gène peut ainsi conférer une résistance en modifiant la structure tertiaire de la protéine, 
réduisant ainsi l’affinité de la molécule pesticide pour son site de fixation. Dans de nombreux 
cas de résistance, le site de la mutation conférant la résistance à une famille d’insecticides est 
conservé chez un grand nombre d’espèces non-apparentées (Ffrench-Constant et al. 1998, 
Ffrench-Constant et al. 2004). Par exemple, le même acide aminé est substitué dans 
l’acetylcholinestérase d’individus résistants aux carbamates ou aux organophosphorés chez 
différents genres de moustiques (Anopheles et Culex, Weill et al 2003). L’apparition 
récurrente de la même mutation de façon indépendante peut être expliquée par la nécessité 
biologique de maintenir la fonction d’origine de la protéine ; un nombre limité de 
substitutions d’acides aminés peut alors être toléré.  
 
La résistance peut également être associée à des mécanismes métaboliques impliqués 
dans la dégradation, l’inactivation et/ou l’excrétion des pesticides. Ce type de résistance 
implique généralement des mutations dans des grands groupes enzymatiques non-spécifiques 
tels que les carboxylestérases, les monooxygénases à cytochrome P450 (P450s) et les 






fonction est de séquestrer des composés exogènes ou de les transformer en composés plus 
hydrophiles et donc moins toxiques et plus facilement éliminés par excrétion. Les mécanismes 
génétiques responsables de la résistance métabolique font intervenir soit 1/ des mutations non 
synonymes dans la séquence codante du gène entrainant une modification de la structure de 
l’enzyme lui conférant une activité et/ou une affinité accrue pour le substrat, 2/ une 
duplication du gène, 3/ une amplification du gène codant pour l’enzyme résultant en une 
surproduction d’ARNm et donc de protéines, 4/ une modification de la régulation du gène au 
niveau de la transcription en ARN, ou au niveau de la traduction résultant en une 
surproduction de protéines (Taylor & Feyereisen 1996, Raymond et al. 1998). Cette résistance 
métabolique n’étant pas liée au mode d’action des pesticides, elle peut rendre un individu 
résistant simultanément à plusieurs familles de pesticides si les molécules présentent un même 
radical chimique reconnu par les enzymes de détoxification impliquées (Powles et al. 1997, 
Brogdon & McAllister 1998, Preston 2004). On parle alors de « résistance croisée ».  
 
D’autres mécanismes permettant d’éviter le contact avec la molécule pesticide 
(résistance comportementale), de réduire sa pénétration, son transport à l’intérieur de 
l’organisme, ou de la séquestrer peuvent également être impliqués dans la résistance 
(Oakeshott 2003, Yu et al. 2004). Etant des mécanismes peu fréquents et parfois difficiles à 
mettre en évidence, ils sont peu étudiés dans le cas de la résistance aux pesticides. 
 
I.3- Traitements insecticides et résistances chez les moustiques 
I.3.1- Biologie et cycle de vie des moustiques 
Les moustiques sont des insectes de l’ordre des Diptères et de la famille des Culicidés. 
Plus des 2500 espèces de moustiques sont décrites à ce jour, réparties en plus de 40 genres. 
Leur aire de répartition est très vaste et concerne toutes les régions climatiques.  
 
Le cycle de vie des moustiques se compose de stades aquatiques (larves et nymphes) 
et d’un stade aérien pour les adultes (figure 2). La femelle gravide pond en général ses œufs 
directement sur l’eau ou sur les bordures humides des gîtes larvaires. Les œufs des 
moustiques du genre Aedes peuvent survivre en absence d’eau, leur permettant une résistance 
à la sécheresse. La longévité des œufs est variable suivant les espèces : elle est assez courte 






être de plusieurs années pour les espèces annuelles des régions tempérées. Après l’éclosion 
des œufs, quatre stades larvaires se succèdent, séparés chacun par une mue. La durée du 
stade larvaire varie beaucoup en fonction des espèces. Par exemple, le stade larvaire de 
l’espèce hivernale des régions tempérées Aedes rusticus peut durer plusieurs mois, tandis qu’il 
peut être seulement de quelques jours chez Aedes aegypti en milieu tropical. La larve se 
transforme ensuite en nymphe (ou pupe) à l’intérieur de laquelle le moustique adulte se 
métamorphose. Le stade nymphal est également aquatique et de durée variable (souvent 1 à 3 





Après accouplement, nécessité d’un 











                                          Figure 2 : Cycle de vie des Culicidés. 
 
L’adulte, une fois métamorphosé, provoque une cassure au niveau de la tête nymphale 
et émerge à la surface de l’eau. Les moustiques, comme beaucoup d’insectes, se nourrissent 
de pollen et de nectar, et ont de ce fait un rôle comme pollinisateurs dans les écosystèmes. 
Seules les femelles sont hématophages ; elles n’ont pas besoin de sang pour leur propre 
survie, mais en retirent les protéines nécessaires à la maturation de leurs œufs. 
L’accouplement s’effectue quelques jours après l’émergence des adultes et les spermatozoïdes 
sont stockés par les femelles jusqu’à la ponte des œufs. C’est une fois fécondées que les 






vertébrés. La fécondation des œufs se produit lors de la ponte, puis les embryons deviennent 
matures dans les œufs avant l’éclosion. 
 
I.3.2- Les moustiques, vecteurs de maladies 
En France, les moustiques posent surtout des problèmes de nuisance et peuvent avoir 
un impact économique négatif sur le tourisme par exemple. Les moustiques posent également 
des problèmes sanitaires car ils sont vecteurs de nombreuses maladies : certains moustiques 
du genre Anopheles transmettent la malaria, tandis que certains Aedes la dengue ou le 
chikungunya, et certains Culex la filiarose, le West Nile virus ou l’encéphalite (Hemingway & 
Ranson 2000). La malaria est causée par un parasite protozoaire du genre Plasmodium et est 
une des maladies les plus répandue au monde. Chaque année, environ 500 millions de 
personnes sont infectées et entre 1 et 3 millions en meurt, dont plus de 80 % en Afrique 
(WHO 2005). En France et en Europe, des programmes de modifications des paysages ont 
abouti à l’éradication de la malaria dans les années 50 (Sérandour et al. 2007). Nos régions 
représentent tout de même un fort réservoir de vecteurs potentiels, avec par exemple plus de 
38 espèces de moustiques présentes en Rhône-Alpes (Entente Interdépartementale pour la 
Démoustication, communication personnelle). D’ailleurs, certain virus comme le virus du Nil 
occidental, sont régulièrement observés en Europe (Hubalek & Halouzka 1999, Autorino et al. 
2002). Récemment, l’augmentation des échanges économiques et humains a favorisé la 
dispersion de certaines espèces (Benedict et al. 2007). De plus, les changements climatiques 
globaux peuvent favoriser l’augmentation des aires de répartitions des moustiques et entrainer 
une émergence des maladies qu’ils transmettent (Patz et al. 1996, Gould & Higgs 2009). 
Enfin, certaines espèces de moustiques invasives ont la particularité de coloniser rapidement 
de nombreuses régions du globe, augmentant ainsi l’aire de répartition des maladies qu’ils 
transmettent. C’est le cas du moustique asiatique Aedes albopictus qui, à partir de l’Asie, a 
colonisé l’Amérique, l’Afrique et l’Europe depuis les années 1990 (Dalla & Majori 1992, 
Benedict et al. 2007), et qui a causé en 2007 une épidémie de chikungunya en Italie (Rezza et 
al 2007, Enserink 2007). 
 
I.3.3- Insecticides chimiques et résistances chez les moustiques 
Comme aucun vaccin n’est disponible pour la plupart des maladies transmises par les 






publique (WHO 2006). L’utilisation du DDT en 1946, a d’abord laissé espérer une éradication 
des vecteurs de la malaria en Afrique. Cet espoir s’est avéré vain car les premiers cas de 
résistance au DDT sont apparus dès 1947 (Hemingway & Ranson 2000). Depuis, quatre 
principales familles d’insecticides chimiques ont été utilisées pour la démoustication : les 
organochlorés (surtout représentés par le DDT), les organophosphorés, les carbamates et les 
pyréthrinoïdes. Ces quatre familles d’insecticides ciblent directement le système nerveux 
central des insectes, ce qui rend leur action très efficace. Ils agissent principalement sur deux 
cibles du système nerveux en empêchant la transmission de l’influx nerveux : soit en inhibant 
l’acétylcholinestérase (organophosphorés et carbamates), soit en bloquant l’activité des 
canaux sodium (organochlorés et pyréthrinoïdes).  
 
Depuis le début de leur utilisation, plus d’une centaine d’espèces de moustique ont 
développé des résistances à ces insecticides (Hemingway & Ranson 2000). Les mécanismes 
de ces résistances sont très étudiés et sont connus pour certaines espèces de moustiques 
(Brogdon & McAllister 1998, Hemingway & Ranson 2000, Hemingway et al. 2004, Nauen 
2007). Tout d’abord, l’amplification de mécanismes de détoxications peut être impliquée dans 
la résistance à toutes ces familles d’insecticides (Figure 3). Ensuite des modifications au 
niveau des deux cibles de ces insecticides sont décrites (Figure 3) : elles impliquent soit une 
mutation dans les canaux sodiums (mutation kdr pour ‘knockdown résistance’), soit des 
mutations au niveau de l’acétylcholinestérase (MACE pour ‘modified acetylcholinesterase’). 
 
 
Figure 3 : Mécanismes majeurs de résistance aux principales classes d’insecticides chimiques connus 
chez les moustiques. Les mécanismes majeurs sont représentés par de larges cercles, alors que les 








Depuis la récente mise en application de la directive européenne sur les produits 
biocides, les principaux insecticides chimiques considérés comme trop polluants ont été 
retirés du marché ou vont se voir interdits d’utilisation. Depuis septembre 2006, l’insecticide 
d’origine bactérienne Bacillus thuringiensis israelensis (Bti) devient pratiquement la seule 
substance active autorisée pour le traitement des gîtes larvaires à moustiques en milieu naturel 
en France métropolitaine. 
 
 
En résumé : Soumises aux fortes pressions de sélection exercées par les pesticides, les 
espèces se sont rapidement adaptées en développant des résistances. Chez les moustiques, des 
résistances à toutes les familles d’insecticides chimiques sont connues et étudiées. Elles 
impliquent principalement deux grands mécanismes : l’élévation des activités de détoxication 








II- Bacillus thuringiensis (Bt) 
II.1- Description  
Bacillus thuringiensis (figure 4) est une bactérie Gram-positive, anaérobie ou aérobie 
facultative que l’on retrouve dans de nombreux environnements (Schnepf et al. 1998). Ces 
bactéries font partie du groupe des Bacillus cereus qui comprend notamment Bacillus 
anthracis provoquant l’anthrax. Les bactéries Bacillus thuringiensis (Bt) ont la particularité de 
produire lors de la sporulation une inclusion parasporale constituée d’un cristal protéique 
ayant une forte activité entomopathogène (Angus 1954). Ce cristal protéique peut contenir 
plusieurs toxines différentes et montrer des formes variées suivant sa composition en toxines 




Figure 4 : La bactérie Bacillus thuringiensis subsp kurstaki contenant une spore (S) et des cristaux 
protéiques (C). http://microgen.ouhsc.edu/b_thuring/btk_pic.png.  
 
Les spores de Bt et les cristaux protéiques doivent être ingérés par les larves d'insectes 
sensibles, dissouts et activés par des protéases du tube digestif pour exprimer leur toxicité. 
Les toxines activées se fixent ensuite sur des récepteurs membranaires spécifiques et forment 
des pores dans les membranes des cellules épithéliales du tube digestif. La formation de pores 
dans les cellules permet la pénétration et la germination des spores de Bt ainsi que la 
prolifération de cellules bactériennes végétatives dans l'hémocèle, provoquant une septicémie 
chez l’insecte hôte et participant à sa mort.  
 
D’abord découverte au début du 20ème siècle au Japon puis en Allemagne, Bacillus 
thuringiensis a rapidement été considéré comme un agent de contrôle très prometteur dans la 






1992). Depuis, de nombreuses souches ont été décrites et isolées à travers le monde, 
principalement à partir de cadavres d’insectes dans lesquelles elles proliféraient. La majorité 
de ces bactéries montrent une activité toxique contre les hôtes dans lesquelles elles ont été 
isolées, cette spécificité a permis la découverte d’une grande diversité de toxines 
entomopathogènes. Les bactéries Bt sont également fréquemment présentes (sous forme de 
spores principalement) dans les sols, les gîtes à moustiques, les débris végétaux ou sur la 
surface des feuilles (Martin & travers 1989, Sun et al. 1996, Hansen et al. 1998, Jensen et al. 
2003).  
 
En 1978, la sous-espèce Bacillus thuringiensis israelensis (ou Bti) montrant une forte 
toxicité contre les Diptères et particulièrement contre les larves de moustiques a été décrite 
(de Barjac 1978). Le Bti à la particularité de produire un cristal protéique contenant 6 toxines 
différentes en mélange, toutes toxiques contre les Diptères : Cry4A, Cry4B, Cry11A, Cry10, 
Cyt1A et Cyt2A. Dans la lutte contre les moustiques, les bactério-insecticides (Bacillus 
thuringiensis et Bacillus sphaericus) sont devenus en 2006 les seuls insecticides larvicides 
autorisés en France métropolitaine.  
 
II.2- Bacillus thuringiensis, un insecticide « propre » 
 Depuis les 50 dernières années, beaucoup d’études ont été menées afin d’évaluer 
l’impact des traitements au Bt sur les espèces non cibles et sur l’environnement (Lacey & 
Siegel 2000, Kumar et al. 2008). Le principal avantage du Bt par rapport aux insecticides 
chimiques est sa très forte spécificité pour son hôte cible. Cette forte spécificité est due au 
mode d’action des toxines du Bt qui se fixent à des récepteurs membranaires du tube digestif 
très différenciés entre les espèces. Ces toxines ne montrant aucune affinité pour les récepteurs 
d’autres organismes, aucune toxicité n’a été démontrée pour la plupart des insectes et 
invertébrés non-cibles du Bt (Thomas & Ellar 1983, Charbonneau et al. 1994, Hershey et al. 
1995), les vertébrés (WHO 1982, Lacey & siegel 2000), et les mammifères (Thomas & Ellar 
1983, McClintock et al. 1995) dont les humains (Green et al. 1990). En ce qui concerne la 
démoustication, la pulvérisation de toxines de Bti dans les gîtes larvaires de moustiques 
représente aujourd’hui une alternative « propre » aux insecticides chimiques (Regis et al. 
2001, Lacey 2007). 
 Plusieurs études ont également démontré l’absence d’impacts négatifs des traitements 






et al. 2003, Muchaonyerwa et al. 2004). Cependant, l’impact précis de ces traitements sur la 
structure et la dynamique des communautés microbiennes des sols reste encore à évaluer. 
 
II.3- Les toxines du Bt 
II.3.1- Diversité de toxines produites par Bacillus thuringiensis  
Les bactéries Bacillus thuringiensis produisent une grande variété de protéines 
(Agaisse & Dereclus 1995, Crickmore et al. 1998, de Maagd et al. 2001). Plus de 475 
protéines différentes sont répertoriées sur les bases de données disponibles sur le site internet 
http://www.lifesci.sussex.ac.uk/home/Neil_Crickmore/Bt/ (Crickmore et al. 2009). La plupart 
des gènes qui codent pour ces toxines sont connus. Chaque toxine n’est produite que par un 
seul gène porté par un des plasmides de la bactérie. La remarquable diversité de toxines est 
principalement attribuée à la forte plasticité génétique des plasmides qui contiennent les gènes 
codant pour les toxines (Schnepf et al. 1998) ainsi qu’aux nombreuses transmissions de 
plasmides par conjugaison entre souches ou entre espèces de Bt (Gonzalez et al. 1982, 
Thomas et al. 2001).  
 
Chaque toxine agit de façon spécifique sur un nombre restreint d’hôtes, cependant, 
l’ensemble de ces toxines présente une toxicité pour un grand nombre d’ordres d’insectes : 
Lépidoptères (papillons, mites), Coléoptères (scarabées, charançons), Diptères (moustiques, 
mouches) ou Hyménoptères (guêpes, abeilles). Une minorité de toxines présente également 
une toxicité pour d’autres organismes comme par exemple les nématodes (Huffman et al. 
2004, Griffitts et al. 2005). Deux familles de toxines sont produites par les bactéries Bt : les 
toxines Cry caractéristiques des Bacillus thuringiensis, et les toxines Cyt présentes chez 
seulement un nombre restreint de sous-espèces de Bt (environ une dizaine connues, 
Crickmore et al. 2009), dont la sous-espèce israelensis utilisée pour la démoustication. A 
l’intérieur de chaque famille, les toxines sont classifiées en fonction de leurs homologies de 
séquence protéique. Trois rangs sont principalement utilisés pour classifier les toxines (de 
Maagd et al. 2001) :  
 - le premier, représenté par un chiffre, permet de différencier les toxines possédant 
moins de 45 % d’identité de séquence protéique (Cry1, Cry4, Cry11,...) 
 - le deuxième, représenté par une lettre majuscule, permet de différencier les toxines 






 - le troisième représenté par une lettre minuscule, permet de différencier les toxines 
possédant de 78 à 95 % d’identité de séquence protéique (Cry4Aa, Cry4Ab,…). 
Un arbre phylogénétique entre les différentes toxines Cry est représenté dans la figure 5.  
 
Figure 5 : Arbre phylogénétique entre différentes toxines Cry. 
 
II.3.2- Les toxines Cry 
Les protéines de la famille Cry sont composées de 3 principaux groupes structurels 
homologues caractéristiques de leur toxicité (Shnepf et al. 1998, de Maagd et al. 2001) : les 
domaines I, II et III (Figure 6b). Les domaines II et III sont constitués de trois et deux feuillets 
béta respectivement et sont principalement impliqués dans la reconnaissance et la fixation 
spécifique aux récepteurs membranaires. Situé à l’extrémité N-terminale de la protéine, le 
domaine I est composé de 7 hélices alpha et est impliqué dans la formation du pore 
membranaire permettant la toxicité de la toxine. Les protoxines inactives possèdent une 
extension en C-terminale, plus ou moins longue suivant les toxines (Figure 6a). Un clivage de 
ces extensions par des protéases du tube digestif des insectes permet l’activation des toxines. 
 
Bleu = Diptère spécifique 
Rouge = Coléoptere spécifique 
Vert = Lépidoptère spécifique 
Violet = Nématode spécifique 









Figure 6 : a) Structure primaire, position de cinq blocs conservés et taille relative des différents 
domaines des protoxines Cry (de Maagd et al. 2001). b) Structure tridimentionelle de la toxine Cry4B 
ainsi que de ses trois sous-domaines structuraux. 
 
Le mode d’action exact des toxines Cry chez les moustiques est encore peu connu. Il 
existe cependant beaucoup de données chez les Lépidoptères et les Coléoptères, notamment 
chez les ravageurs des cultures transgéniques qui expriment des gènes codant pour des toxines 
Cry (Ferre & Van Rie 2002, Griffit & Aroian 2005, Bravo et al. 2007). Comme toutes les 
toxines Cry possèdent une structure tridimensionnelle similaire, les mécanismes d’action sont 
probablement conservés entre ces toxines même si elles ont des cibles biologiques différentes 
(De Maagd et al. 2001, Bravo et al. 2007).  
Après avoir été ingéré, le cristal protéique est tout d’abord solubilisé dans le tube 
digestif alcalin des larves (Manceva et al. 2004). Les protoxines libérées sont ensuite activées 
par des protéases du tube digestif par clivage d’un fragment peptidique en C-terminal ainsi 
que d’un fragment plus petit en N-terminal (Rukmini et al. 2000, Bravo et al. 2007). La nature 
du tube digestif et des protéases impliquées dans l’activation jouent un rôle important dans la 
spécificité des toxines activées. Par exemple, une toxine Cry peut, d’une part montrer une 
toxicité à la fois pour le Lépidoptère Pieris brassica et pour le moustique Aedes aegypti 
lorqu’elle est activée avec un extrait de tube digestif de P. brassica ; et d’autre part, n’être 
toxique que pour Ae. aegypti lorsqu’elle est activée par le tube digestif de ces larves de 






Une fois activées, les toxines vont interagir avec un ou plusieurs récepteurs 
membranaires des cellules épithéliales (Griffitts & Aorian 2005, Jurat-Fuentes & Adang 
2006, Bravo et al. 2007). Quatre principales familles de récepteurs sont décrites pour les 
toxines Cry (figure 7, Bravo et al. 2007). Deux représentent des récepteurs 
transmembranaires : les cadhérines (CADR), et les récepteurs glyco-conjugés (GCR). Les 
deux autres familles représentent des récepteurs ancrés dans les membranes par des 
glycosylphosphatidyl-inositol (GPI) : les aminopeptidasesN (APN) et les alkalines 
phosphatases (ALP). D’autres récepteurs peu étudiés, comme les ATPase synthases ou les 
actines, peuvent également être impliqués dans la fixation des toxines Cry1 ou Cry4 (McNall 
& Adang 2003, Jurat-Fuentes & Adang 2006, Krishnamoorthy et al. 2007, Bayyareddy et al. 
2009).  
 
Figure 7 : Représentation des principaux récepteurs membranaires des toxines Cry. Cadherine CADR, 
récepteur Glyco-conjugé (GCR), AnimopeptidaseN (APN) et Alkaline phosphatase (ALP). Figure 
adaptée de Bravo et al. 2007. 
 
Le mode d’action de la toxine Cry1A produite dans les cultures transgéniques pour 
lutter contre les Lépidoptères est particulièrement bien étudié (figure 8). Une première 
fixation du monomère avec une cadhérine transmembranaire induit un clivage de l’hélice α-1 
du domaine I de la toxine et la formation d’un oligomère de 4 toxines (Gomez et al. 2002). La 
structure oligomérique permet d’augmenter l’affinité pour le récepteur secondaire auquel elle 
se fixe ensuite. Ce récepteur secondaire est ancré dans la membrane par un GPI : il peut être 
une APN chez le Lépidoptère Manduca sexta (Bravo et al. 2004) ou une ALP chez Heliothis 
virescens (Jurat-Fuentes 2004). L’insertion de la structure oligomérique dans la membrane et 
la formation du pore qui s’en suit induit un choc osmotique, la destruction des cellules 
épithéliales et enfin, la mort de la larve (Shnepf et al. 1998, Bravo et al. 2007). Plus 
récemment, il a été démontré qu’en plus de provoquer la mort des cellules par lyse osmotique, 






cadhérine (Zhang et al. 2005). Cette voie aboutit à l’activation de protéines kinases A qui 
initient la destruction des parois cellulaires et l’apoptose des cellules (Zhang et al. 2006, 




























cadhérine GPI récepteur(APN ou ALP) 
 
Figure 8 : Mode d’action de la toxine Cry1A chez les lépidoptères (adapté de Pardo-Lopez et al. 
2009). 
 
Chez les moustiques, seulement quelques récepteurs membranaires aux toxines Cry 
ont été identifiés. Plusieurs récepteurs membranaires pour les toxines Cry11A et Cry4B ont 
été détectés par fixations spécifiques in vitro chez Aedes aegypti ou Anopheles gambiae 
(Buzdin et al. 2002, Fernandez et al. 2006, Hua et al. 2008, Chen et al. 2009). Parmi eux, 
Fernandez et al. (2006) ont identifié une alkaline phosphatase comme un récepteur de la 
toxine Cry11A. Si les récepteurs membranaires sont souvent décrits comme très spécifiques et 
limités à des toxines très proches (Griffitts & Aorian 2005, Pigott et al. 2007), l’alkaline 
phosphatase identifiée permet la fixation de deux toxines assez éloignées : Cry11A et Cry4B 
(moins de 45% de similarité de séquences protéiques). Chez le moustique Anopheles 
quadrimaculatus une aminopeptidase N a été identifiée comme récepteur de la toxine 
Cry11B (Abdullah et al. 2006, Zhang et al. 2008). La fixation à ce récepteur est spécifique de 






Cry4B. Enfin, plus récemment, une cadhérine à été identifiée comme récepteur à la toxine 
Cry4B chez Anopheles gambiae (Hua et al. 2008).  
 
II.3.3- Les toxines cytolytiques Cyt  
Les protéines de la famille Cyt ne partagent pas de séquences homologues avec celles 
de la famille Cry et possèdent un mode d’action très différent : à l’instar des toxines Cry, elles 
ne nécessitent pas de récepteurs membranaires spécifiques. Les protéines Cyt (figure 9) 
possèdent un seul sous-domaine composé de deux hélices α enveloppant un feuillet β (Perez 
et al. 2005). Deux grands mécanismes d’action sont décrits et discutés pour cette famille de 
toxines (Promdonkoy & Ellar 2003, Butko 2003, Manceva et al. 2005). Premièrement, ces 
toxines hautement hydrophobes présentent une affinité particulière avec la partie lipidique des 
membranes, notamment avec les acides gras insaturés (Sayeed et al. 2001). Les toxines Cyt 
pourraient donc interagir directement avec les phospholipides afin de s’insérer dans les 
membranes en formant un pore (c’est la théorie « pore forming »). La deuxième hypothèse est 
que ces toxines aient la capacité de détruire les liaisons lipidiques des membranes et de les 
déstructurer sans former de pore (c’est la théorie du « détergent »). 
 
Figure 9 : Structure tridimensionnelle de la toxine Cyt1A 
 
II.4- Complexité des mélanges et interactions de synergisme entre les toxines  
La particularité de ces protéines est qu’elles interagissent de façon synergique (Wu et 
al. 1994, Poncet et al. 1995, Perez et al. 2005). On parle de synergisme lorsque le mélange de 
deux produits induit une mortalité plus importante que leur simple effet additif. A l’inverse, 
on parle d’antagonisme lorsque que le mélange de deux produits induit une baisse de leur 
efficacité. Aucune interaction antagoniste n’a été décrite pour les toxines du Bti. Les 






d’augmenter plus de 20 fois la toxicité des mélanges de toxines Cry (Wu et al. 1994, Wirth et 
al. 1997). Il a été démontré récemment qu’un domaine de la toxine Cyt1A situé au niveau de 
la boucle β6-αE peut fixer trois boucles du domaine II des toxines Cry (boucles 2, α8 et β4, 
Perez et al. 2005). De plus la toxine Cyt1A semble avoir la même action que les récepteurs 
membranaires cadhérines qui, grâce au clivage de l’helice α-1 du domaine I des toxines Cry, 
permettent la formation d’une structure oligomérique qui pourra ensuite s’insérer dans les 
membranes des cellules épithéliales et former un pore (Perez et al. 2007). La présence de la 
toxine Cyt1A permet donc d’augmenter largement le nombre de récepteurs membranaires et 
ainsi l’activité et la toxicité des toxines Cry. Ces interactions ont été décrites entre les toxines 
Cyt1A et Cry11A (Perez et al. 2007) et sont attendues pour les toxines Cry4B dont la toxicité 
est également augmentée en présence de Cyt1A (Perez et al. 2005).  
 
II.5- La résistance aux toxines de Bacillus thuringiensis 
II.5.1- Mécanismes de résistance 
Aucun mécanisme de résistance aux toxines du Bti n’a encore été décrit chez les 
diptères. Cependant de nombreux mécanismes de résistance aux toxines Cry ont été décrits 
chez les Lépidoptères (Morin et al. 2003), les Coléoptères (Fabrick et al. 2009) ou les 
Nématodes (Griffitts et al. 2001). La modification métabolique de l’activation des 
protoxines (Keller et al. 1996, Oppert 1997, Rukmini et al. 2000, Rajagopal 2009) et la 
modification des récepteurs cibles au niveau des membranes des cellules épithéliales 
(Gahan et al. 2001, Morin et al. 2003, Jurat-Fuentes et al. 2004, Herrero et al. 2005) sont à ce 
jour les principaux mécanismes impliqués dans la résistance aux toxines Cry. L’implication 
directe de mécanismes de détoxication dans la résistance aux toxines du Bt n’a encore pas été 
mise en évidence de façon formelle. Cependant certaines enzymes de détoxication peuvent 
être surexprimées en présence de toxines Cry (van Munster et al. 2007), et certaines estérases 
semblent pouvoir séquestrer les toxines Cry (Gunning et al. 2005). Enfin, d’autres 
mécanismes potentiels de résistance peuvent intervenir à toutes les étapes du mode d’action 
des toxines (figure 10) : modification du comportement alimentaire, mécanismes de 
réparation cellulaires pouvant notamment impliquer des estérases (Gunning et al. 2005, 
Meunier et al. 2006), ou modification du système immunitaire (Huffman et al. 2004, Rahman 
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II.5.2- Résistances croisées entre toxines 
Les mécanismes de résistance croisée entre les toxines Cry sont complexes et semblent 
principalement liés aux mécanismes de résistance impliqués. Tout d’abord, lorsque la 
résistance implique une modification de l’activité des protéases, des résistances croisées 
peuvent être observées pour de nombreuses toxines car les protéases sont impliquées dans le 
clivage non spécifique et l’activation de plusieurs d’entre elles (Gould et al. 1992, Rukmini et 
al. 2000). Cependant, lorsque la résistance implique une modification du récepteur 
membranaire de la toxine, les résistances croisées se cantonnent généralement aux toxines très 
proches. La forte spécificité entre des toxines et leurs récepteurs est la raison principale du 
faible nombre observé de résistances croisées liés aux mécanismes de mutation des récepteurs 
(Tabashnik et al. 1997, Jurat-Fuentes et al. 2003, Griffitts & Aorian 2005, Pigott et al. 2007). 
Par exemple, la toxine Cry11B se fixe sur une aminopeptidase N chez le moustique Anopheles 
quadrimaculatus, alors que ce récepteur ne permet pas la fixation de la toxine très proche 
Cry11A (Abdullah et al. 2006). 
 
II.6- Rémanence du Bti dans l’environnement et toxicité des litières végétales 
dans la région Rhône-Alpes. 
Bien qu’on le retrouve dans de nombreux habitats, Bacillus thuringiensis est considéré 
comme très peu compétitif dans les milieux naturels (Schnepf et al. 1998, Maduell et al. 
2008). Plusieurs méthodes ont été mises au point pour évaluer la persistance des spores et des 
toxines de Bt dans l’environnement après les traitements par évaluation de la toxicité des sols 
(Vettori et al. 2003, Muchaonyerwa et al. 2004), recherche des bactéries par PCR (Hansen & 
Hendriksen 2001, De Respinis et al. 2006) ou des toxines par ELISA (Stotzky 2004). 
Globalement, la quantité de spores et de toxines de Bt chute rapidement dans les semaines ou 
les mois suivant les traitements (Vettori et al. 2003, Muchaonyerwa et al. 2004, Hajaij et al. 
2005, De Respinis et al. 2006).  
  
Le Laboratoire d’Ecologie Alpine de Grenoble travaille depuis plusieurs années à 
caractériser la forte toxicité de litières végétales collectées dans certains gîtes à moustiques 
de la région Rhône-Alpes (David et al. 2000). La toxicité des prélèvements a été mesurée au 
laboratoire par bioessais sur des larves d’une souche standard du moustique Aedes aegypti 






observée suggère que contrairement à ce qui est couramment admis, la bactérie peut proliférer 
dans les habitats naturels de moustiques après épandage. 
 
 
Figure 11 : Toxicité larvaire de prélèvements de litières végétales collectés dans un gîte à moustique 
de l’Ain (adapté de David et al. 2000). Le pourcentage de mortalité observé lors des bioessais traduit 
la toxicité des échantillons. 
 
La prolifération et l’accumulation des bactéries Bacillus thuringiensis israelensis 
dans les gîtes à moustiques peuvent conduire à une exposition des larves à de faibles doses de 
toxines du Bti tout au long de leur développement, favorisant potentiellement l’apparition de 
la résistance.  
 
 
En résumé : Le bactério-insecticide Bti est devenu la seule alternative aux insecticides 
chimiques pour les traitements larvaires depuis 2006 en France métropolitaine. Il est composé 
de 6 toxines perforant le tube digestif et entrainant la mort des larves traitées. Le mode 
d’action de ces toxines est complexe et de nombreux mécanismes peuvent être impliqués dans 
la résistance. En Rhône-Alpes, la rémanence du Bti dans l’environnement est susceptible de 






III- Facteurs influençant l’apparition et l’évolution de la 
résistance aux pesticides  
De nombreux facteurs peuvent influencer l’apparition et l’évolution de la résistance 
(Georghiou et Taylor 1986, May et Dobson 1986, Gould 1995, Ffrench-Constant 2004, Roux 
et al. 2008). Ces facteurs sont généralement regroupés en trois catégories:  
• les facteurs biologiques ou traits d’histoire de vie sont propres à la biologie des 
espèces, 
• les facteurs génétiques sont liés au mécanisme de résistance lui-même et à son effet 
associé sur le phénotype des individus qui les possèdent, 
• les facteurs opérationnels font référence aux pratiques d’application des pesticides. 
 
III.1- Les facteurs biologiques  
D’un point de vue statistique, l’apparition d’une mutation rare dans une population est 
directement corrélée au nombre d’individus présents dans la population ainsi qu’au nombre 
de générations par unité de temps (nombre d’individus soumis à la sélection dans un temps 
donné). Par exemple, chez les bactéries, le nombre élevé de générations est souvent décrit 
comme étant la cause de l’apparition et de l’évolution plus rapide des résistances aux 
antibiotiques. Chez les insectes, Georghiou et Taylor en 1986 ont décrit une corrélation 
négative entre le nombre de générations par an chez 6 espèces et le temps d’apparition d’une 
résistance à l’aldrin, un insecticide organochloré utilisé dans les années 60. Le temps 
d’apparition de la résistance aux pesticides peut néanmoins rester variable entre espèces ayant 
le même temps de génération, en fonction d’autres facteurs biologiques propres à l’espèce 
considérée. 
 
La migration est un des facteurs susceptible d’avoir le plus d’impact dans le maintien 
et l’évolution de la résistance dans les populations. Elle favorise d’une part la dispersion de la 
résistance à grande échelle, cependant, sur une échelle locale, elle peut aussi avoir l’effet 
inverse. En effet, elle peut contrecarrer les changements de fréquence allélique causés par la 
sélection en réintroduisant des allèles sensibles, limitant ainsi les possibilités d’adaptation 
locale (Lenormand 2002), s’il existe des populations ‘source’ d’insectes sensibles qui se 






pour les insectes ont pour principe de maximiser cette migration des refuges vers les zones 
traitées, qui va agir à l’encontre de la sélection des gènes de résistance (Lenormand et 
Raymond 1998, Vacher et al. 2003, Glaser et Matten 2003). La migration dépend de la 
capacité de dispersion ainsi que des préférences écologiques des espèces. 
 
Le mode de reproduction est également un facteur important influant dans 
l’évolution de la résistance, car il est à la base de la structure génétique des populations et 
affecte leur dispersion (surtout chez les plantes pouvant être strictement allogame ou 
autogames). Les reproductions allogames chez les plantes ou polygames chez les insectes 
favorisent le développement de la résistance, sa dispersion dans l’espace et permettent à 
l’allèle de résistance de rencontrer des fonds génétiques diversifiés (Georghiou et Taylor 
1986). 
 
III.2- Les facteurs génétiques 
 L’apparition de résistances aux pesticides peut impliquer deux phénomènes distincts 
au niveau moléculaire (Ffrench-Constant 2007). Tout d’abord, de nouvelles mutations 
apparues après l’introduction du pesticide peuvent être sélectionnées. Leur vitesse 
d’apparition dans les populations est alors liée au taux de mutation, un taux de mutation 
élevé favorisant l’évolution rapide des résistances. Le taux de mutation peut varier beaucoup 
entre les différentes espèces, mais aussi entre les familles de gènes au sein d’une même 
espèce (Preston & Powles 2002). Ces familles de gènes peuvent différer par le nombre de 
gènes impliqués, leur position le long des chromosomes, le nombre de copies ou encore leur 
taux de recombinaison (de Meaux & Mitchell-Olds 2003). Certains éléments du génome 
présentant un fort taux de mutation, comme les éléments transposables par exemple, sont 
fréquemment impliqués dans l’adaptation rapide et l’évolution des génomes (Bennetzen 2000, 
Kazazian 2004, Oliver & Greene 2009). Par exemple, l’un des mécanismes de résistance 
rapide aux insecticides implique l’insertion de rétrotransposons soit directement dans le gène 
codant pour leur cible (Aminetzach et al. 2005, Yang et al 2007), soit dans les éléments de 
régulation des gènes (Schlenke & Begun 2004, Chen & Li 2007). 
 
Ensuite, un polymorphisme déjà présent dans les populations avant l’introduction des 
pesticides peut être sélectionné (Hartley et al. 2006, Ffrench-constant 2007). La fréquence 






cette résistance. Une forte fréquence initiale est en effet généralement favorable à un 
développement rapide de la résistance lorsque le pesticide est utilisé. Par exemple, la présence 
d’un allèle de résistance en forte fréquence (19%) dans les populations australiennes de la 
mouche Lucilia cuprina avant l’utilisation du malathion est probablement la cause de 
l’évolution très rapide de la résistance à cet insecticide (Hartley et al. 2006). D’autres études 
ont estimé la présence d’allèles de résistance aux toxines du Bt à des fréquences faible (de 
1.10-3 à 5.10-3) dans des populations de Lépidoptères et de Coléoptères jamais exposées à cet 
insecticide (Gould et al. 1997, Wenes et al. 2006). Cependant, lorsqu’elle est faible, la 
fréquence initiale est difficilement mesurable au sein des populations naturelles (Gould et al. 
1997, Wenes et al. 2006). Dépendant d’un équilibre mutation/sélection (Georghiou & Taylor 
1986, Zhang 2004), la fréquence initiale peut alors être estimée en étudiant, d’une part, le taux 
de mutation permettant l’apparition de l’allèle de résistance et son degré de dominance et, 
d’autre part, le coût sur la fitness qui lui est associé.  
 
Lorsqu’une résistance est apparue dans une population, de nombreux facteurs 
génétiques vont influencer son évolution. Les gènes conférant une résistance ont été très 
étudiés et sont actuellement connus pour une majorité de type de résistances observées 
(Tranel & Wright 2002, Ffrench-Constant et al. 1998, 2004, Hemingway et al. 2004). De 
manière générale, l’évolution de caractères adaptatifs est le résultat de mutations sur plusieurs 
gènes ayant de petits effets additifs. Dans le cas des pesticides entraînant une forte pression de 
sélection, il a été observé que l’apparition de résistances impliquait un nombre plutôt 
restreint de gènes à effet majeur. Dans la plupart des cas, un seul gène est impliqué dans la 
résistance (Jasieniuk et al. 1996, Hemingway et al. 2004). L’hérédité de la résistance est 
également un facteur important dans l’évolution de celle-ci au sein des populations, une 
hérédité monogénique favorisant la transmission de la résistance et sa propagation dans la 
population sur plusieurs générations.  
 
Lorsqu’un allèle conférant une résistance apparaît dans une population, il est 
initialement au stade hétérozygote. Sa probabilité de se fixer dans la population va donc être 
très sensible à son degré de dominance : un seul allèle dominant conférant la résistance 
permet aux individus hétérozygotes d’une espèce diploïde de survivre au traitement. A 
l’inverse, si la résistance est récessive, le mutant hétérozygote sera alors sensible aux 






ou la récessivité d’un allèle de résistance est facilement mesurable et est connue pour de 
nombreuses mutations (Bourguet et al. 1997, Roux et al. 2005). Dans la plupart des cas, le 
caractère de résistance est globalement dominant (Charlesworth 1998, Jasienicuk et al. 1996), 
cependant le degré de dominance d’un allèle peut varier suivant l’environnement, le pesticide 
ou l’espèce concernée (Bourguet et al. 1996, Bourguet et al. 1997, Roux et al. 2005). 
 
Les mécanismes de résistance affectant des gènes majeurs peuvent avoir des effets 
pléïotropes, c'est-à-dire qu’ils peuvent affecter l’expression de plusieurs caractères 
phénotypiques simultanément, entraînant une réduction de la fitness des individus résistants 
(Uyenoyama 1986). Le succès évolutif d’une résistance à un stress biotique (résistance aux 
pathogènes), ou abiotique (résistance aux pesticides), dépend particulièrement du bénéfice lié 
à la résistance et de l’effet pléïotrope négatif du gène de résistance sur la fitness. Si le coût de 
la résistance sur la fitness est élevé, l’allèle de résistance va induire un désavantage sélectif 
en absence de pesticides, entraînant son élimination des populations polymorphes (Fisher 
1928). Ceci est important pour prédire la trajectoire évolutive des allèles de résistance aux 
pesticides parce que le coût de la résistance peut parfois être assez élevé et contrebalancer 
l’avantage sur la fitness en présence de l’agent sélectif, empêchant ainsi sa fixation dans la 
population. De plus, le coût de la résistance est l’un des facteurs déterminant dans le choix des 
stratégies de management de la résistance car le succès de certaines d’entre elles (la rotation 
ou la stratégie « haute-dose-refuge » par exemple) dépend de la diminution de la fréquence de 
l’allèle de résistance en absence du pesticide sélectif (Lenormand & Raymond 1998, Hall et 
al. 2004). 
 
III.3- Les facteurs opérationnels  
III.3.1- Autres pressions de sélection : historique et écologie des gîtes larvaires 
L’historique des traitements dans les populations est un élément très important qui 
peut déterminer l’émergence rapide de résistance à un nouvel insecticide. En effet, de 
nombreuses résistances croisées ont été observées dans les populations de moustiques, et la 
sélection passée avec un insecticide peut permettre des résistances à d’autres insecticides 
jamais utilisés dans les populations. Tout d’abord le même allèle peut permettre une 
résistance à différents insecticides ayant le même mode d’action (Brogdon & McAllister 






une résistance croisée à deux familles d’insecticides ciblant spécifiquement ce récepteur : les 
carbamates et les organophosphorés. De plus, les mécanismes de détoxications, non 
spécifiques du mode d’action des molécules insecticides, peuvent permettre des résistances 
croisées entre de nombreuses familles d’insecticides (figure 12).  
 
 
Figure 12 : Résistances croisées connues pour quatre des principales classes d’insecticides chimiques 
(Brogdon & McAllister 1998). Les mécanismes de résistance impliqués sont soit des mutations de 
cible (Ache, Kdr ou IGRs), soit l’amplification d’enzymes de détoxications (estérases,…). 
 
D’autres pressions de sélection comme les pollutions présentes dans les gîtes à 
moustiques (autres pesticides, métaux lourds,…) peuvent également favoriser l’augmentation 
des activités enzymatiques de détoxication et les résistances croisées entre polluants et 
insecticides. Par exemple, des herbicides ou des métaux lourds peuvent induire des 
changements d’expressions de certaines enzymes de détoxications et des résistances croisées 
chez le moustique Aedes aegypti avec certains organophosphorés ou pyréthrinoïdes (Boyer et 
al. 2006, Poupardin et al. 2008, Riaz et al. 2009). 
 
III.3.2- Stratégies de gestion de la résistance 
De façon évidente, la solution la plus simple pour éviter la résistance est de se passer 
de pesticide ou de changer de pesticide dès lors que la résistance est décelée. Cependant, cette 
solution n’est pas toujours envisageable car le nombre de nouvelles molécules sur le marché 
est très limité et la découverte de nouveaux modes d’action est devenue assez rare (Powles et 
al. 1997, Broadhurst 1998). Des stratégies de gestion utilisant un nombre restreint de 






prolonger la durée de vie des pesticides. Plusieurs stratégies ont été proposées dans la lutte 
contre les pesticides (LeBaron 1986, Denholm & Rowland 1992). Parmi elles, la rotation de 
molécules a pour but de réduire l’évolution de la résistance en limitant la période d’exposition 
à chacun des pesticides utilisés. L’hypothèse est que la fréquence en individus résistants 
diminue en absence du pesticide grâce à la migration d’individus sensibles et/ou à un coût sur 
la fitness des individus résistants. Le mélange de plusieurs pesticides a lui pour principe de 
tuer les individus résistants à l’un des pesticides par adjonction d’autres pesticides à mode 
d’action différent. Lorsque les produits n’impliquent pas de résistances croisées, les individus 
doivent développer des résistances à chacun des produits du mélange pour survivre, ce qui 
retarde l’apparition de la résistance.  
D’autres stratégies de gestion utilisées principalement chez les insectes ont pour 
principe d’utiliser la migration qui va agir à l’encontre de la sélection des gènes de résistance 
(Vacher et al. 2003, Glaser et Matten 2003, Liu & Tanbashnik 1997, Lenormand & Raymond 
1998). Parmi elles, la stratégie « haute-dose-refuge » préconise une application localisée du 
pesticide en laissant une parcelle (dite refuge) non traitée à proximité. Les individus présents 
dans la zone de refuge ne sont pas soumis à la sélection et ne développent donc pas de 
résistance. Ils vont ensuite migrer et se reproduire avec les individus résistants de la 
population traitée. Dans le cas d’une résistance récessive, sa « dilution » par migration d’une 
population sensible proche va induire l’apparition quasi exclusive d’individus hétérozygotes 
aisément contrôlables. Les possibilités de contrôler la résistance dans la parcelle traitée vont 
donc dépendre de la fréquence du gène de résistance dans la population, du degré de 
dominance de la résistance, du coût de la résistance dans la zone non-traitée, des flux de gènes 
entre zones traitées et non-traitées, qui dépendent de la connectivité et des proportions 
respectives de zones traitées et non traitées, et de l’intensité de la pression de sélection (May 
1986, Carrière & Tabashnik 2001). 
 
 
En résumé : Lorsqu’une résistance apparaît dans une population, son évolution est 
déterminée par de nombreux facteurs : les traits d’histoire de vie de l’espèce, les facteurs 
génétiques et écologiques liés à la résistance ainsi que les facteurs opérationnels liés à la 
nature et à l’application de la pression de sélection. Connaître ces facteurs peut permettre de 
prévoir l’évolution de la résistance dans les populations naturelles et d’adopter des stratégies 






IV- Obtenir et mesurer la résistance des moustiques au Bti  
IV.1- Mesurer les taux de résistance  
Des bioessais standardisés permettent de comparer la sensibilité de populations de 
moustiques à un insecticide (WHO 2005). Pour mesurer la résistance au Bti, ils consistent à 
exposer des lots de 20 larves de moustiques dans 50 ml de solutions insecticides. Plusieurs 
concentrations recouvrant une large gamme de mortalité sont nécessaires afin de déterminer la 
Concentration Létale pour 50% des individus ou LC50. Le taux de résistance (ou rapport de 
résistance RR) est calculé comme le ratio de la LC50 de la population testée sur celui d’une 
population sensible : 
Taux de résistance = LC50 testé / LC50 sensible 
Par exemple, lorsqu’il faut une dose 10 fois plus élevée pour tuer 50% des individus d’une 
population testée par rapport à une population sensible, la population testée considérée 
comme 10 fois plus résistante à cet insecticide.  
  
Ces bioessais standardisés permettent de mesurer la sensibilité de groupes de larves, 
mais ne permet pas d’obtenir de données individuelles. Il n’est donc pas possible de connaitre 
le niveau de résistance d’un individu donné. D’autres types de bioessais comme ceux basés 
sur une dose diagnostique peuvent permettre de mieux phénotyper la résistance au niveau 
individuel. 
 
IV.2- Des souches de Bti recombinantes pour l’étude de la résistance aux 
toxines individuelles 
Les toxines du Bti agissant en synergie, une résistance à l’une d’entre elles ne sera 
peut être pas détectable en testant le Bti comprenant les 6 toxines en mélange. Afin de 
produire les toxines de façon individuelle, des souches de Bti recombinantes ne contenant 
qu’un seul gène codant pour une toxine ont été fabriquées et nous ont été fournies. Tout 
d’abord, la souche de Bti 4Q2-81 a été débarrassée de ses plasmides afin qu’elle ne produise 
plus de cristal protéique. Ensuite, des plasmides recombinants ne contenant qu’un seul gène 
codant pour une toxine ont été produits à partir d’Escherichia Coli. C’est l’insertion de ces 
plasmides dans la souche de Bti 4Q2-81 qui a permis l’obtention des souches de Bti 






principales toxines du Bti : Cry4A, Cry4B, Cry11 et Cyt1A (Delécluse et al. 1993, Poncet et 
al. 1993, Wu & Federici 1993, Wu et al. 1994 respectivement).  
 
Les toxines individuelles de Bti sont obtenues à partir de mises en culture de ces 
bactéries (Lecadet et al. 1980). Lorsque la sporulation des bactéries est atteinte, les toxines 
sont extraites, purifiées et conservées à -20°C jusqu’à utilisation (Delécluse et al. 1993, Wu et 
al. 1994). 
 
IV.3- Espèces modèles et sélection au laboratoire  
 La sélection d’une espèce modèle de laboratoire à un insecticide, permet de pouvoir 
évaluer assez rapidement l’évolution potentielle de la résistance à cet insecticide avant son 
apparition sur le terrain. Pouvoir connaître à l’avance les mécanismes de résistance ou les 
degrés de dominance de la résistance à un insecticide peut permettre de détecter la résistance 
sur le terrain et de mettre en place rapidement des stratégies limitant leur évolution. 
 
Travailler sur des espèces de moustiques de laboratoire offre de nombreux avantages. 
Tout d’abord, sélectionner en laboratoire permet de contrôler de nombreux facteurs 
pouvant influer sur l’évolution de la résistance, comme l’intensité de la pression de sélection, 
les flux de gènes ou encore l’histoire de la population sélectionnée. Ensuite, le nombre de 
générations de sélection par an peut être relativement élevé en laboratoire. Par exemple, 
jusqu’à 7 générations de sélection par an sont possibles chez l’espèce de moustique Aedes 
aegypti. Enfin de nombreuses ressources génétiques sont généralement disponibles pour ces 
espèces modèles. Les espèces Anopheles gambiae et Aedes aegypti sont par exemple 
entièrement séquencées (Holt et al. 2002, Nene et al. 2007) et la séquence consensus de leur 
génome est disponible pour l’ensemble de la communauté scientifique sur les bases de 
données génétiques accessibles par internet (vectorbase, NCBI, Ensembl). 
 
Plusieurs études ont sélectionné en laboratoire des populations de moustiques avec du 
Bti, sans autant obtenir des niveaux de résistance élevés. Après 20 générations de sélection sur 
Aedes aegypti (Goldman et al. 1986), Culex pipiens (Saleh et al. 2003) ou Culex 
quinquefasciatus (Mittal et al. 2005) des taux de résistance de seulement 2 fois, 3 fois et 2 fois 






Georgiou & Wirth (1997) ont utilisé des souches recombinantes de Bti afin de 
sélectionner le moustique Culex pipiens avec des combinaisons différentes de 1 à 4 toxines de 
Bti pendant une trentaine de générations. Une résistance de 50 fois à été sélectionnée avec la 
toxine Cry4D seule, alors qu’une résistance plus faible (13 fois) a été sélectionnée en 
combinant les 3 toxines Cry4A, B et D. Enfin, si la toxine Cyt1A est ajoutée aux toxines Cry, 
le taux de résistance reste très faible et comparable à ceux obtenus avec le Bti total (résistance 
de 3 fois seulement). 
  
IV.4- Résistance au Bti chez les espèces de terrain 
Une mesure précise de la résistance aux insecticides des larves de moustique 
directement collectées sur le terrain est parfois difficile car de nombreux facteurs peuvent 
influencer la sensibilité des larves. Tout d’abord, lorsque l’on compare de nombreuses 
populations, il est assez difficile d’échantillonner des larves exactement au même stade 
physiologique et ayant une taille similaire. Or ces différences peuvent influencer la tolérance 
des larves au Bti (Nayar et al. 1999, Stevens et al. 2004). De plus, des facteurs 
environnementaux comme la composition chimique de l’eau, sa température, ou la qualité de 
la nourriture accessible dans les gîtes à moustiques peuvent également influencer la tolérance 
des larves au Bti (Katbeh-Bader et al. 1999, Lee & Zairi 2005, Lacey 2007). 
 
Plusieurs études ont cherché à évaluer l’évolution de la résistance au Bti dans les 
populations naturelles de moustiques traitées depuis plusieurs années (Goldman et al. 
1986, Wirth et al. 2001, Paul et al. 2005). En 1993, Becker et Ludwig n’ont pas mis en 
évidence de diminution significative de la sensibilité de populations naturelles allemandes 
d’Aedes vexans traitées depuis 10 ans au Bti en comparaison avec des populations non-
traitées. Le même résultat a été obtenu par Goldman et al. (1986) qui ont sélectionné au 
laboratoire avec du Bti des populations de terrain d’Aedes aegypti pendant 14 générations : 
une seule souche sur trois a montré une augmentation de la résistance de seulement 2 fois au 
Bti. D’autres études plus récentes ont trouvé des taux de résistance faibles mais significatifs 
en comparant des populations sensibles et des populations de terrain traitées de Culex pipiens 
(jusqu’à 10 fois plus résistant, Wirth et al. 2001), Anopheles sinensis (jusqu’à 6 fois plus 
résistant, Zhang et al. 2004) ou Ochlerotatus cataphylla (Boyer et al. 2007). Dans la plupart 
de ces études, une grande variabilité a été observée dans la réponse des larves aux bioessais et 






à 3 fois. Une seule étude a pu mettre en évidence une résistance élevée (plus de 30 fois) au Bti 
chez une population de Culex pipiens New-Yorkaise (Paul et al. 2005). Cependant, depuis 
2005, aucune étude supplémentaire n’a été publiée sur cette population.  
Enfin, aucune étude n’a encore évalué l’évolution des résistances aux toxines 
individuelles du Bti dans les populations naturelles. 
 
 
En résumé : Peu de cas de résistance au Bti ont été observés en populations naturelles. 
Cependant, la résistance aux toxines individuelles du Bti peut être sélectionnée rapidement en 
laboratoire. Des souches de Bti recombinantes sont disponibles afin de produire les toxines du 






V- Rechercher les bases génétiques de la résistance au Bti 
V.1- Les quatre forces évolutives impliquées dans l’adaptation 
 Quatre forces évolutives agissent sur la structure génétique des populations au fil des 
générations : la mutation, la sélection naturelle, la dérive génétique et la migration. 
Tout d’abord, la mutation a un rôle primordial car elle permet des modifications 
aléatoires dans les génomes par mutations ponctuelles, insertions, délétions, ou duplications. 
C’est la seule force évolutive qui produit de nouveaux allèles, générant de la variabilité 
génétique. Les mutations sont des événements généralement rares dans les populations et 
produisent principalement de la diversité neutre ou des allèles délétères (Charlesworth & 
Charlesworth 1998).  
 
Lorsqu’une mutation confère un phénotype avantageux à l’individu qui la porte, la 
sélection naturelle est la force qui le favorise dans la population (Darwin 1859) : un avantage 
sélectif se traduisant par une meilleure survie et reproduction de l’individu par rapport aux 
autres individus de la population. En modifiant au cours du temps la distribution des 
caractères phénotypiques et des allèles associés, la sélection naturelle est la force évolutive à 
l’origine de l’adaptation. La sélection naturelle peut ainsi avantager (sélection positive) ou 
désavantager (négative) un allèle, modifier la valeur d’un caractère phénotypique 
(directionnelle), réduire sa variance (stabilisante) ou favoriser la coexistence de plusieurs 
phénotypes distincts pour un même caractère (disruptive). 
 
Les processus de dispersion des individus permettent des échanges génétiques entre 
les populations. La migration est une force évolutive qui a beaucoup d’impact dans le 
maintien et l’évolution des allèles et des caractères adaptatifs. A une échelle locale, elle tend à 
homogénéiser les fréquences alléliques entre les populations et donc à contrebalancer les 
effets de la sélection naturelle. Cependant, à plus grande échelle, elle permet la dispersion 
dans l’espace de la variabilité génétique à la base de l’adaptation. 
 
La dérive génétique est un élément stochastique qui peut influencer de façon non 
dirigée et aléatoire les fréquences alléliques d’une génération à une autre. Elle est 
particulièrement élevée dans les populations à faibles effectifs. Il est important de ne pas 
négliger les effets aléatoires de la dérive génétique, car ils peuvent dans certain cas porter la 






V.2- Les méthodes utilisées pour détecter la sélection dans les génomes 
Comprendre les mécanismes moléculaires impliqués dans l’adaptation et la sélection 
est un des enjeux majeurs de la biologie évolutive (Orr 2005, Stinchcombe & Hoekstra 2008). 
Les objectifs sont de rechercher la nature des bases génétiques de l’adaptation ; les chaines 
métaboliques, les gènes et les mutations impliqués. Plusieurs méthodes moléculaires peuvent 
être utilisées. Globalement, elles consistent : 
• à comparer l’expression des gènes entre deux populations phénotypiquement 
différenciées : méthodes transcriptomiques 
• à rechercher directement dans les génomes les traces de sélection : méthodes 
génétiques.  
 
V.2.1- Transcriptomique comparative 
La PCR quantitative est une méthode qui permet de comparer l’expression de 
quelques gènes entre deux échantillons en mesurant la quantité de cDNA obtenus après 
extraction d’ARN et transcription réverse. Son principe est de mesurer en temps réel la 
quantité d’ADN produite lors de la réaction PCR grâce à des fluorochromes. Cette méthode 
est très intéressante lorsque les résistances impliquent des modifications d’expression de 
gènes connus et séquencés. Cette méthode est souvent utilisée pour étudier le niveau de 
transcription des gènes codant pour des enzymes impliquées dans la détoxication des 
insecticides chimiques (Poupardin et al. 2008, Riaz et al. 2009). 
  
Lorsque les gènes impliqués dans la résistance ne sont pas identifiés, les puces à ADN 
peuvent permettre d’étudier l’expression de nombreux gènes simultanément. Chez les 
moustiques, certaines puces d’expression ciblent spécifiquement les gènes codant pour des 
enzymes de détoxication : les puces ‘Detoxication Chip’ développées à la Liverpool School of 
Tropical Medicine pour l’étude des espèces Anopheles gambiae et Aedes aegypti (David et al. 
2005, Strode et al. 2008). Ces puces permettent de mesurer la différence d’expression entre 
plusieurs populations pour tous les gènes de détoxification connus pour ces espèces, incluant 
tous gènes codant pour les P450s, les GST et les estérases.  
 
Enfin, l’étude de l’ensemble des gènes exprimés chez une population peut être 






technologies de séquençage à très haut débit permettent aujourd’hui de séquencer sans a 
priori la totalité des ARN exprimés chez une population (transcriptome) et de comparer leur 
niveau d’expression avec d’autres populations distinctes phénotypiquement.  
 
V.2.2- Méthodes génétiques 
Lorsque l’on a des hypothèses a priori sur les gènes potentiellement impliqués dans 
l’adaptation, l’approche « gènes candidats » peut être utilisée (Martinez-Torres et al. 1998, 
Weill et al. 2002, Weill et al. 2003, Fitzpatrick et al. 2005). Un « gène candidat » est un gène 
précédemment identifié comme étant impliqué dans le phénotype d’un organisme et qui est 
susceptible d’avoir le même rôle chez l’organisme que l’on étudie. Cette approche implique 
l’étude soit de leur expression, de leur diversité nucléotidique ou des deux. En ce qui concerne 
la recherche de gènes de résistance aux insecticides chimiques dont les modes d’action et les 
cibles sont très bien connus, l’approche gènes candidats est très efficace et est souvent utilisée 
(Martinez-Torres et al. 1998, Weill et al. 2002, Weill et al. 2003). Aujourd’hui, les avancées 
spectaculaires dans les techniques de séquençage ont permis le séquençage du génome 
complet de plusieurs centaines d’espèces, facilitant la recherche de gènes candidats chez les 
espèces non-modèles. L’annotation partielle des génomes reste cependant une des limites de 
cette méthode, de nombreux gènes étant de fonction inconnue ou non annotés sur les 
génomes. Dans le cas de la résistance au Bti, le nombre très important de familles de gènes 
potentiellement impliquées limitent cette approche. Une autre stratégie consiste donc à 
coupler l’approche « gène candidat » avec des approches plus globales qui permettent de 
détecter les régions génomiques sous sélection chez les individus résistants.  
 
Lorsque le trait est d’origine multigénique, la recherche des régions du génome sous 
sélection par l’approche QTL (Quantitative Trait Loci) apparait comme une des plus 
évidentes. Cette approche a été largement utilisée sur les plantes et les animaux (Kearsey & 
Farqhar 1998, Mackay T. 2001, Flint & Mott 2001, Saavedra-Rodriguez et al. 2008), et près 
de 10 000 articles traitant de QTL sont répertoriés dans la base de données ISI Web of 
Science (www.isiknowledge.com). Cette approche permet d’étudier le degré d’association 
entre le génotype avec des marqueurs moléculaires et la valeur du trait phénotypique associé. 
L’hypothèse est qu’un marqueur QTL associé à un trait phénotypique se trouve à proximité 
du gène recherché. Généralement la détection de QTL est effectuée à partir de croisements 






nécessite donc d’avoir 1/ des lignées pures différenciées selon le trait phénotypique à étudier 
2/ la possibilité de les croiser et d’obtenir plusieurs générations de descendance et 3/ d’avoir 
accès aux données phénotypiques au niveau individuel. 
Dans le cas de la résistance au Bti, de nombreuses générations de sélection sont 
nécessaires afin d’obtenir une fixation des allèles de résistance des souches sélectionnées, puis 
de générer des lignées homozygotes par croisements dans la souche sélectionnée et dans la 
souche sensible, pour finalement effectuer le croisement sensible x résistant, et en analyser la 
descendance F2. Compte tenue de l’état des connaissances, du matériel biologique disponible 
et du temps imparti, ce travail n’a pas été envisagé au cours de ma thèse.  
 
Révéler des QTL par des tests d’association sans avoir recours à des croisements est 
également possible (Hirschhorn & Daly 2005). Cependant, ne s’affranchissant pas des biais 
dus à la structure génétique des populations étudiées, cette technique demeure moins fiable. 
Une autre limitation des approches de génétique d’association provient de l’obtention des 
données phénotypiques individuelles, car la résistance au Bti se mesure classiquement au 
niveau populationnel sur des groupes de larves. C’est aussi le cas pour l’étude de la résistance 
au Bti en populations naturelles, où de nombreux facteurs non contrôlables provoquent une 
grande variabilité de réponse dans les bioessais et biaisent les valeurs de résistance obtenues. 
Ces valeurs deviennent alors difficilement comparables entre populations (Lee & Zairi 2005, 
Lacey 2007, Otieno-Ayayo et al. 2008).  
 
Une alternative aux méthodes d’association est l’approche par « scan génomique » 
qui a le grand avantage de ne nécessiter ni croisements, ni a priori sur le phénotype des 
individus. Dans notre cas, elle permet de comparer soit des populations traitées au Bti et non 
traitées, soit des populations sensibles et résistantes. Cette approche a été développée 
récemment et a permis de détecter avec succès des régions présentant des signatures de 
sélection chez l’homme (Smith et al. 1996, Johnson et al. 2001, Voight et al. 2006), les 
plantes (Tsumura et al. 2007, Meyer et al. 2009), les insectes (Joost et al. 2007, Nosil et al. 
2008, Egan et al. 2008), les poissons (Campbell & Bernatchez 2004, Vasemagi et al. 2005), 
les mollusques (Wilding et al. 2001, Grahame et al. 2006, Wood et al. 2008) ou les batraciens 
(Bonin et al. 2006). Elle consiste à comparer la distribution du polymorphisme génétique 
entre les populations, et à rechercher les marqueurs qui sont plus différenciés qu’attendu sous 






outliers. L’analyse des marqueurs outliers est basée sur l’hypothèse que la dérive génétique et 
la migration sont des forces évolutives qui agissent de la même manière sur tous les locus, 
alors que la sélection ne concerne que certains gènes impliqués dans l’adaptation. Ainsi, les 
allèles procurant un avantage sélectif dans un environnement donné seront statistiquement 
plus fréquents que dans les autres environnements où ils ne seront pas avantagés. A l’inverse, 
les allèles neutres non soumis à la sélection ne seront pas différenciés entre les 
environnements. Plusieurs méthodes permettent l’analyse statistique de la distribution de la 
différenciation génétique (FST) pour plusieurs centaines de loci et la mise en évidence de loci 
outliers ayant un FST particulièrement élevé entre populations soumises à sélection divergente 
(Beaumont & Nichols 1996, Beaumont & Balding 2004, Vitalis 2003, Foll & Gaggiotti 
2008). Les marqueurs outliers ainsi détectés ne sont pas nécessairement directement 
impliqués dans l’adaptation, et sont plus probablement liés aux régions chromosomiques sous 
sélection.  
 
L’évolution très rapide des allèles de résistance après leur apparition dans les 
populations est une des particularités de la résistance aux pesticides par rapport à de 
nombreux autres types d’adaptations. Cette évolution particulièrement rapide ne laisse que 
peu de temps à la recombinaison pour séparer les gènes directement sous sélection des gènes 
qui leur sont liés (Oakeshott 2003). Pouvoir détecter des traces de sélection sur de grandes 
régions chromosomiques autours des gènes de résistance est un avantage considérable pour 
les études criblant aléatoirement le génome. En effet, pour un nombre de marqueurs 
moléculaires donné, il sera statistiquement plus probable de génotyper par hasard ces régions 
sous sélection. L’inconvénient cependant, est qu’il est plus difficile de déterminer « le » gène 
sous sélection lorsque les régions montrant une signature de sélection contiennent plusieurs 
centaines de milliers de paire de bases et plusieurs dizaines de gènes. Les méthodes de QTL 
ou de scan génomique nécessitent une bonne couverture du génome et utilisent généralement 
des centaines de marqueurs moléculaires répartis sur tous le génome et génotypés pour 
plusieurs centaines d’individus.  
 
V.3- Les marqueurs moléculaires pour les scans génomiques  
L’identification de gènes (ou de régions du génome) sélectionnés par une approche 
génomique des populations nécessite l’utilisation d’un grand nombre de marqueurs 






vision globale de la variabilité du génome. Plusieurs types de marqueurs ont récemment été 
utilisés pour identifier des allèles sous sélection (Luikart et al. 2003, Nosil et al. 2009), dont 
notamment les microsatellites, AFLP (Amplified Fragment Length Polymorphism) et SNP 
(Single Nucleotide Polymorphism). 
L’utilisation de marqueurs microsatellites présente de nombreux avantages pour les 
études de génétique des populations car ils sont multialléliques et codominants, ce qui facilite 
l’utilisation des tests de détection d’outliers. Cependant, ils ont l’inconvénient d’être 
monolocus. Cela veut dire qu’un screening de l’ensemble du génome ne pourra se faire 
qu’après avoir défini au préalable de nombreux locus microsatellites. Le génotypage doit se 
faire ensuite locus par locus ou alors par lots de petits nombres de locus (le multiplexage lors 
de l’amplification n’est réalisable qu’à petite échelle, Armstrong et al. 2000). De plus, le 
nombre de marqueurs microsatellites dont on dispose ne permet généralement pas de couvrir 
l’ensemble du génome, notamment chez les espèces non-modèles. Il est à noter que le génome 
d’Aedes aegypti est particulièrement pauvre en microsatellites (Severson et al. 2004). 
 
Les SNP correspondent à des mutations ponctuelles sur le génome. Ce sont des 
marqueurs intéressants bien qu’ils soient mono-locus, car le développement de nouvelles 
technologies de génotypage permet l’analyse simultanée de plusieurs centaines voir de 
plusieurs milliers de ces marqueurs (Matsuzaki et al. 2004). Si l’on dispose de plusieurs 
centaines de SNP, le « screening » du génome est donc possible. Néanmoins, cette approche 
nécessite une connaissance préalable du génome (séquençage partiel ou complet), avant de 
pouvoir rechercher des SNP à grande échelle. Cette technique a donc été utilisée chez des 
organismes modèles et notamment chez l’homme pour la détection de gènes liés à 
l’expression de maladies génétiques (Teshima et al. 2006, Hampe et al. 2007).  
Bien que l’on dispose de la séquence du génome d’Aedes aegypti, l’utilisation de 
marqueurs SNP n’a pas été envisagée pour cette étude. En effet, disposer de la séquence d’une 
espèce ne permet pas d’obtenir le polymorphisme, et l’identification de nombreux SNPs 
demande un séquençage massif de nombreuses portions réparties sur l’ensemble du génome et 
sur plusieurs dizaines d’individus. Ceci ne peut se faire que sur des espèces sur lesquelles 
l’effort de séquençage est très important. Les avancées récentes de génotypage haut débit vont 
permettre d’obtenir à moindre coût des milliers de SNP, cependant ces méthodes étaient 







Chez les espèces non-modèles, on peut révéler le polymorphisme génétique par 
d’autres méthodes ne nécessitant pas de connaissance préalable du génome. C’est le cas de 
marqueurs multilocus comme les AFLP (Vos et al. 1995). Cette méthode permet de détecter 
des mutations ponctuelles situées au niveau de sites de coupure d’enzymes de restriction. Bien 
que les marqueurs AFLP soient bialléliques et dominants (présence/absence d’un fragment de 
restriction), des méthodes d’analyse pour la détection d’outliers prenant en compte ces 
contraintes sont maintenant disponibles (Beaumont & Nichols 1996, Vitalis 2003, Foll & 
Gaggiotti 2008). Les AFLP offrent surtout le grand avantage de générer rapidement et à 
moindre coût un très grand nombre de marqueurs (plusieurs centaines) couvrant l’ensemble 
du génome. Cela rend ces marqueurs de plus en plus utilisés pour la recherche de gènes 
sélectionnés chez les espèces non-modèles (Wilding et al. 2001, Campbell & Bernatchez 
2004, Bonin et al. 2004, Nosil et al. 2008, Egan et al. 2008, Meyer et al. 2009). Dans notre 
cas, cette méthode nous a semblée bien adaptée à la recherche des bases génétiques de la 
résistance au Bti chez les moustiques.  
 
Enfin, la technique DArT (Diversity Array Technology, Jaccoud et al. 2001) basée 
sur la technique des AFLP est également prometteuse. Cette technique a été développée pour 
l’analyse moléculaire de plantes cultivées comme le blé ou l’orge (Jaccoud et al. 2001, Wenzl 
et al. 2004, Akbari et al. 2006) et peut être appliquée aux espèces animales. Le principe de la 
méthode DArT est de révéler le polymorphisme de présence/absence de séquences par 
hybridation du génome d’un individu contre des séquences de référence grâce à des puces à 
ADN (figure 13). La technique DArT offre de nombreux avantages : 
• elle peut permettre de produire des marqueurs liés à des éléments précis dans 
les génomes, comme les éléments transposables par exemple.  
• le nombre de fragments polymorphes étudiés simultanément en routine est 
beaucoup plus important que pour les AFLP (plusieurs milliers) ce qui offre 
une meilleure couverture du génome.  
• le protocole contient une étape de clonage des fragments. Un séquençage 
éventuel des fragments polymorphes est donc très facilement réalisable, et 
moins sensible aux problèmes d’homoplasie de taille que l’on peut rencontrer 





























Figure 13 : Obtention de marqueurs DArT liés à un élément transposable. 
 
V.4- Séquençage des loci outliers AFLP 
V.4.1- Séquençage par réduction des profils AFLP et isolation sur gel 
Le séquençage des fragments représentant les loci outliers est nécessaire à leur 
localisation sur le génome. La méthode AFLP génère un grand nombre de fragments d’ADN, 
environ une centaine par individu, et il est difficile de séparer les fragments outliers des 
fragments neutres pour les séquencer. Une méthode de réduction du nombre de fragments 
amplifiés dans un profil AFLP, tout en conservant les fragments outliers, peut être utilisée. 
Elle consiste à déterminer, grâce à des amorces dégénérées, la séquence des 6 premières bases 
des fragments outliers, afin de construire des amorces spécifiques de chacun de ces fragments 
(Brugmans et al. 2003). Les 3 premières bases sont déterminées par les amorces choisies lors 
de l’étape d’amplification sélective des AFLP, 12 amorces supplémentaires sont nécessaires à 
la détermination des 3 nucléotides suivants (tableau 1). Chacune de ces amorces est constituée 
de la séquence de l’amorce utilisée en AFLP lors de l’amplification sélective, de 3 à 5 bases 
dégénérées non sélectives (N) et de 1 base sélective (A, C, G ou T). Les 4 premières amorces 






correspondante à la séquence du fragment peut l’amplifier. Un fragment outlier est ainsi 
amplifié et donne un « pic » lors d’une électrophorèse sur capillaires par seulement 3 de ces 
12 amorces, ce qui permet de connaitre les 4ème, 5ème et 6ème nucléotides.  
 
Tableau 1 : Séquences des 12 amorces dégénérées utilisées pour la réduction des profils AFLP. 
pour déterminer le 4ème nucléotide sélectif
pour déterminer le 5ème nucléotide sélectif
pour déterminer le 6ème nucléotide sélectif
 
 
Une fois la séquence des 6 premiers nucléotides sélectifs déterminée, une amorce 
constituée de 6 bases sélectives permet d’obtenir des profils AFLP avec seulement une 
dizaine de fragments d’ADN. Une isolation des fragments outliers est alors possible, en les 
découpant directement sur le gel de polyacrylamide après électrophorèse. 
 
V.4.2- Le séquençage haut débit 
Les développements récents en matière de séquençage haut débit ont offert de 
nouvelles perspectives dans les études de métagénomique, génomique, transcriptomique, 
biologie évolutive ou d’écologie (Sogin et al. 2006, Harkins & Jarvie 2007, Hudson 2008, 
Ficetola et al. 2008, Gebremedhin et al. 2009, Valentini et al. 2009). Ces méthodes de 
séquençage haut débit ont ouvert de nouvelles perspectives au cours de ma thèse en ce qui 
concerne le séquençage des marqueurs AFLP outliers. En effet, les séquenceurs comme le 
454 (Roche) ou le solexa (Illumina) (Margulies et al. 2005, Eid et al. 2009) permettent de 
séquencer des fragments d’ADN en mélange, ce qui est le cas des marqueurs AFLP. La 
possibilité de séquencer les outliers AFLP identifiés lors de scans génomiques grâce à ces 
méthodes offre la perspective d’accéder aux régions du génome ainsi qu’aux gènes impliqués 







En résumé : De nombreuses méthodes permettent aujourd’hui de rechercher les bases 
génétiques de l’adaptation chez les espèces modèles ou non modèles. Les méthodes de « scan 
génomique » basées sur des marqueurs AFLP ou DArT sont bien adaptées pour la recherche 
de régions du génome ou de gènes liés à la résistance aux insecticides. Les avancées récentes 
en matière de séquençage à très haut débit permettent d’accéder aux séquences des outliers 






VI- Le coût de la résistance 
Si la résistance aux insecticides est avantageuse en présence de l’insecticide, la valeur 
sélective (fitness) des individus résistants est souvent inférieure à la fitness des individus 
sensibles en l’absence d’insecticide : cette différence de fitness représente le coût de la 
résistance. 
 
VI.1- Origine des coûts 
Pour expliquer les effets des allèles de résistance sur le reste du phénotype, plusieurs 
mécanismes sont évoqués dans la littérature (Coustau et al. 2000, Ffrench-Constant et al. 
2004, Vila-Aiub et al. 2009). 
Lorsque la résistance est due à la mutation du gène ciblé par le pesticide, la fonction 
d’origine peut être durablement altérée (Uyenoyama 1986, Purrington 2000, Ffrench-
Constant et al. 2004). Les pesticides ayant pour cible des voies métaboliques de régulation de 
fonctions majeures dans le fonctionnement des organismes (système nerveux par exemple), la 
perturbation des processus physiologiques, au sein desquels la protéine cible est directement 
impliquée, est alors parfois délétère en absence de pesticide. 
 
L’amplification ou la modification de la régulation des gènes codant pour des 
mécanismes de détoxification entraîne souvent une surproduction de protéines. La 
déviation de ressources limitées vers ces nouveaux mécanismes se fait alors au dépend de 
fonctions impliquées dans la fitness comme la croissance et/ou la reproduction (Purrington & 
Bergelson 1999, Werck-Reichhart et al. 2000).  
 
Une autre possibilité expliquant la baisse de la fitness engendrée par un gène de 
résistance est la formation de nouvelles protéines ou d’une quantité de protéine devenant 
toxique pour l’organisme (Gressel 1986, Purrington 2000). Dans ce cas, les individus 
résistants doivent éliminer ces protéines et/ou les détoxifier ; ce processus est coûteux en 
énergie pour l’organisme. 
 
Enfin, les gènes de résistance peuvent être liés physiquement à des gènes affectant 
la fitness. Si l’allèle de résistance est lié à un ou des allèles délétères, la baisse de la fitness est 






(Purrington 2000). Un coût de la résistance, même indirect, peut ainsi être observé dans les 
populations. En fait, ce mécanisme est plutôt évoqué comme une cause de ‘bruit de fond’ de 
la mesure expérimentale du ‘vrai’ coût associé à une résistance. 
 
VI.2- Estimation du coût de la résistance 
Le constat de la décroissance de la fréquence de la résistance dans certaines 
populations naturelles affranchies de sélection avec le pesticide semble confirmer l’hypothèse 
selon laquelle les allèles de résistance peuvent être contre-sélectionnés dans ces conditions 
environnementales (Lenormand et al. 1999). Cependant, les observations sur le terrain ne 
permettent pas toujours de corréler cette baisse de fréquence au coût de la résistance car des 
phénomènes tels que la migration peuvent aussi « diluer » l’allèle de résistance dans une 
population locale (Lenormand 2002). Deux méthodes principales sont alors appliquées pour 
mesurer de façon expérimentale le coût sur la fitness associé à la résistance (Lenormand & 
Raymond 2000, Bourguet et al. 2004, Roux et al. 2005).  
 
La première est l’étude des changements de fréquence de l’allèle de résistance dans 
des populations non traitées soit dans le temps (sur plusieurs générations) ou dans l’espace 
(suivant l’éloignement aux zones traitées) (Gilliland et al. 1998, Roux et al. 2006, Lenormand 
& Raymond 2000). Un procédé efficace pour contourner l’influence des flux géniques dans 
ces études et pour mesurer ainsi l’effet de la sélection naturelle sur les allèles de résistance est 
alors le confinement en laboratoire. Cependant, ces expérimentations sont lourdes (il faut 
assez d’individus pour limiter l’effet de la dérive génétique) et longues (de nombreuses 
générations sont parfois nécessaires pour pouvoir évaluer les changements alléliques au cours 
du temps).  
 
La seconde méthode est la comparaison directe des composantes de la fitness entre 
des individus résistants et sensibles en absence de traitement (Purrington & Bergelson 1997, 
Bourguet et al. 2004, Berticat et al. 2008, Gassmann et al. 2009). Les caractères mesurés sont 
liés à la reproduction, la croissance, le comportement ou la phénologie. Si cette méthode 
permet souvent de préciser quel caractère est affecté par l’allèle de résistance elle garde le 
défaut majeur de ne pas nécessairement couvrir l’ensemble des traits affectés conduisant à une 
estimation peu précise du coût. Les premières démonstrations associant un coût à des gènes de 






taux d’accroissement entre les souches sensibles et des souches résistantes aux antibiotiques 
(Bouma & Lenski 1988). Toutes les résistances aux pesticides ne confèrent pas un coût sur la 
fitness aux individus qui les portent (Tranel & Wright 2002).  
 
VI.3- Variation du coût de la résistance selon l’environnement  
La variation des conditions environnementales peut affecter l’amplitude des 
différences entre la fitness des individus sensibles et résistants (Janmaat et al. 2005). Un 
environnement stressant ou avec des ressources limitées défavorise en général les individus 
résistants et accentue le coût sur la fitness de ces individus (Purrington & Bergelson 1997, 
Kishony & Leibler 2003, Liu et al. 2008, Hardstone et al. 2009). Les études de la fitness sont 
généralement conduites dans des conditions expérimentales optimales. Or, de telles conditions 
ne correspondent pas toujours à celles du milieu naturel dans lequel se développent les 
individus (Bourguet et al. 2004). Les mesures expérimentales de la fitness ne sont donc pas 
toujours représentatives des valeurs exprimées en population naturelle. 
 
VI.4- Mécanismes de compensation du coût de la résistance 
Le coût des effets pléïotropes sur la fitness peut évoluer dans le temps grâce à 
plusieurs mécanismes permettant de le réduire voire de l’éliminer. Ces mécanismes sont très 
étudiés chez les bactéries et les microorganismes résistants aux antibiotiques (Normark & 
Normark 2002), mais leur étude demeure rare chez les insectes et les plantes résistants aux 
pesticides (Guillemaud et al. 1998, Raymond et al. 2001, Labbe et al. 2007). Il a été observé 
dans plusieurs cas le retour d’un allèle résistant fixé à sa forme sensible d’origine par 
mutation, en absence de sélection (Levin et al. 2000). La réversion à un phénotype sensible 
est cependant rarement observée, d’autres mécanismes permettant de réduire le coût étant plus 
probables statistiquement (Levin et al. 2000, Andersson 2003). Ces mécanismes permettent 
une réduction du coût sans affecter le niveau de résistance (Bjorkman et al. 2000), voire 
même en l’améliorant. Par exemple, chez le moustique Culex pipiens, un remplacement 
allélique dans un gène codant pour une estérase a été observé conférant à la fois une meilleure 
résistance aux organophosphorés et un coût moins élevé que la mutation d’origine 







Si plusieurs mutations permettent le même degré de résistance, la mutation d’origine 
conférant un coût sur la fitness peut être remplacée par une autre mutation conférant la 
même résistance à moindre coût (Labbe et al. 2007, 2009). Les mutations alternatives peuvent 
apparaître au même locus, ce sont des changements alléliques (Cohan et al. 1994, Bjorkman 
& Andersson 2000). Ces nouvelles mutations permettent en général de rendre les individus 
résistants sans altérer (ou en altérant peu) la fonction d’origine du gène ciblé (Normark & 
Normark 2002). Si d’autres remplacements surviennent à des loci différents, ils sont alors 
appelés remplacements non alléliques (Lenski 1988).  
 
Des mutations de compensation sur d’autres loci peuvent compenser les effets 
délétères dus à l’allèle de résistance (Schrag et al. 1997, Reynolds 2000, Levin et al. 2000, 
Andersson 2003). Cette théorie a été émise pour la première fois par Fisher (1928) pour 
expliquer l’évolution des allèles délétères récessifs. Les mutations de compensation peuvent 
apparaître potentiellement sur n’importe quel gène qui interagit avec les effets délétères dus 
au gène de résistance (Cohan et al. 1994). L’augmentation de la fitness par accumulation de 
mutations de compensation est la plus fréquente, un nombre important de gènes pouvant être 
touché. Par exemple, les cibles permettant la compensation ont été estimées être 20 fois plus 
abondantes que celle permettant la réversion chez la bactérie Salmonella typhimurium 
(Andersson 2003). Ces mutations permettant une réduction du coût de la résistance, ne 
permettent cependant pas une augmentation de la fitness chez les individus sensibles 
(Bjorkman & Andersson 2000) ce qui favorise le maintien d’un polymorphisme. 
 
Le coût de la résistance peut également varier entre des populations ayant des fonds 
génétiques différents mais aussi entre les individus d’une même population ne différant que 
de quelques gènes (Roux et al. 2005, Paris et al. 2008). Un allèle de résistance présent dans 
une population donnée (ayant une diversité génétique élevée) va donc pouvoir sélectionner au 
cours des générations le fond génétique qui lui est le plus favorable. Le coût d’un allèle de 
résistance peut ainsi diminuer sans faire intervenir de mécanismes de mutations. 
 
La conséquence négative de la perte du coût de la résistance est la fixation de la 
résistance dans les populations à plus ou moins long terme, même en absence d’agent sélectif 
(Bjorkman et al. 1998, Schrag et al. 1997). Ensuite, une réduction du coût pourrait déterminer 






lors de l’apparition de la résistance due à l’expression du coût des effets pléïotropes sur la 
fitness, suivie d’un accroissement plus rapide lorsque ce coût a été réduit. La compensation du 
coût au cours du temps pourrait permettre d’expliquer en partie pourquoi une absence de coût 
sur la fitness est observée pour de nombreuses résistances.  
  
VI.5- Les études du coût de la résistance aux insecticides 
Chez les moustiques, de nombreuses mutations conférant une résistance aux 
insecticides confèrent aussi un coût aux individus qui les portent (De Oliveira et al. 2003, 
Bourguet et al. 2004, Berticat et al. 2008, Hardstone et al. 2009). Les effets pléïotropes des 
gènes de résistances peuvent s’exprimer sur de nombreux traits tels que le temps de 
développement, la survie, la fécondité, la taille des ailes ou encore sur le succès reproducteur.  
  
La résistance aux toxines du Bt est également connue pour altérer la fitness dans la 
plupart des études mesurant un coût à la résistance en laboratoire ou sur le terrain (voir 
Gassmann et al. 2009 pour une synthèse bibliographique). Les traits d’histoire de vie les plus 
touchés sont le temps de développement, la survie, la fécondité ou la viabilité des œufs. Des 
modifications du comportement d’accouplement ont également été observées chez des 
lépidoptères résistants aux toxines Cry (Zhao et al. 2009). L’expression des coûts associés à la 
résistance aux toxines Cry n’est pas dépendant du mécanisme de résistance. Ainsi les deux 
mécanismes principaux de résistance (modification des récepteurs et réduction de l’activité 
des protéases) peuvent ou non impliquer des coûts chez les espèces de lépidoptères résistantes 
aux toxines du Bt (Gassmann et al. 2009). 
 
 
En résumé : Les effets pléïotropes associés à la résistance représentent un bon exemple de 
compromis adaptatifs. Ils peuvent être estimés 1/ en suivant l’évolution des fréquences 
alléliques des allèles de résistance en absence d’agent sélectif, ou 2/ en comparant directement 
les traits d’histoire de vie de souches résistantes et sensibles. Des mécanismes de 
compensation peuvent apparaitre et être sélectionnés au cours du temps afin de réduire les 






VII- Les flux de gènes chez les populations de moustiques  
La connaissance des taux de dispersion des populations de moustiques est primordiale 
pour estimer le potentiel de propagation des résistances et pour pouvoir mettre en place des 
stratégies de lutte adaptées (Pates & Curtis 2005, Porretta et al. 2007). De plus, chez les 
espèces vectrices de maladies, connaître leur distance de dispersion permet d’évaluer et de 
contrer la propagation de ces maladies (Killeen et al. 2003, Reiter et al. 1995, Reiff et al. 
2007). La dispersion naturelle des moustiques dépend principalement de leur capacité de vol, 
de leurs préférences trophiques et environnementales, de l’environnement (barrières 
géographiques), ainsi que des conditions météorologiques (vents). De plus, les déplacements 
humains peuvent entrainer une dispersion accidentelle des moustiques (par avion, bateau, 
voiture,…). 
Plusieurs méthodes peuvent être utilisées pour déterminer la dispersion : soit par 
observation directe des déplacements des moustiques sur le terrain, soit en mesurant de façon 
indirecte les flux de gènes entre populations grâce à des données génétiques.  
 
VII.1- Observations directes  
Des méthodes d’observation directe des mouvements des insectes sur le terrain 
peuvent être mises en place, principalement grâce aux marquages d’individus (Hagler & 
Jackson 2001). La méthode la plus utilisée consiste au marquage et à la recapture d’individus, 
avec des pièges plus ou moins éloignés du point d’origine de ces individus. Une dispersion 
journalière de 50 à 300 m a ainsi été mesurée chez Aedes aegypti (Muir & Kay 1998, 
Harrington et al. 2005, Maciel-De-Freitas et al. 2007), de 50 m chez Aedes rusticus (Shafer et 
al. 1997), de 500 m chez Aedes albopictus (Niebylsky & Craig 1994), ou de 600 m chez 
Anopheles gambiae (Costantini et al. 1996, Midega et al. 2007). Chez certaines espèces, la 
distance de dispersion peut être beaucoup plus élevée: c’est le cas par exemple d’Anopheles 
annulipes dont les adultes peuvent voler jusqu’à 5 kilomètres (Bryan et al. 1991). 
 
VII.2- Observations indirectes grâce à la génétique des populations 
 L’utilisation de marqueurs génétiques neutres permet de mesurer la différenciation 
génétique (FST) et d’estimer les flux de gènes entre les populations. Plusieurs études ont ainsi 






comme les allozymes (Urbanelli et al. 2000, David et al. 2003), les AFLP (Yan et al. 1999, 
Paupy et al. 2004, Merrill et al. 2005), les microsatellites (Michel et al. 2005) ou les SNP 
(Beck et al. 2005). Pour certaines espèces, les populations sont très structurées et sont 
composées de nombreux patchs isolés (Paupy et al. 2004, Chen et al. 2004, Merrill et al. 
2005, O’Loughlin et al. 2007, Reiff et al. 2007). C’est principalement le cas des populations 
urbaines de moustiques où les habitats sont très fragmentés, ou des populations insulaires. Par 
exemple, chez l’espèce urbaine Aedes aegypti, des différenciations génétiques élevées sont 
détectables dans des populations distantes de moins d’un kilomètre, même en l’absence de 
barrières géographiques (Paupy et al. 2004, Reiter et al. 1995). A l’inverse, pour d’autres 
espèces, la différenciation génétique entre les populations est faible sur de larges distances 
géographiques (Lehmann et al. 1997, Beck et al. 2005, Wondji et al. 2005, Porretta et al. 
2007). C’est le cas par exemple de l’espèce Ochlerotatus caspius ayant pour habitat des 
rizières italiennes et montrant une structure panmictique sur plus de 400 kilomètres (Porretta 
et al. 2007).  
 Il est intéressant de noter que si la structure des populations est conservée suivant le 
type de marqueurs moléculaires utilisé, les valeurs de FST peuvent être influencées par ces 
marqueurs (Paupy et al. 2004). Les biais dans l’estimation des FST peuvent être du à des 




En résumé : Les taux et les distances de migration sont très variables suivant les espèces de 
moustiques : de quelques mètres seulement à plusieurs centaines de kilomètres. Ils peuvent 






VIII- Objectifs de la thèse et modèles biologiques utilisés 
VIII.1- Objectifs et stratégies adoptées 
Mon travail de thèse reposait sur 5 objectifs décrits ci-dessous. Chacun de ces objectifs 
constitue un chapitre de la thèse. 
 
*Objectif 1 : Caractériser la pression de sélection exercée en Rhône-Alpes par le Bti 
rémanent dans l’environnement. L’objectif est d’identifier l’origine du Bti qui prolifère 
dans certaines litières de gîtes à moustiques en Rhône-Alpes et de déterminer s’il est d’origine 
commerciale ou naturelle. La stratégie a été de caractériser par génotypage les souches de Bti 
récoltées dans les gîtes à moustiques de la région Rhône-Alpes et de les comparer avec des 
souches naturelles d’origine mondiale et des souches commerciales utilisées en 
démoustication. 
 
*Objectif 2 : Etudier l’impact de la rémanence du Bti dans l’environnement sur 
l’apparition et l’évolution de la résistance chez les moustiques. Dans ce cas, notre stratégie 
a été de sélectionner une souche de moustique de laboratoire (Aedes aegypti) avec des litières 
végétales contenant des toxines de Bti et de suivre au cours des générations l’évolution de la 
résistance au Bti et aux toxines individuelles du Bti. 
 
*Objectif 3 : Rechercher les bases génétiques de la résistance au Bti. Afin de rechercher 
les régions du génome, et les gènes, impliqués dans la résistance, nous avons comparé les 
génomes et l’expression des gènes entre la souche d’Aedes aegypti sélectionnée au laboratoire 
et la souche sensible.  
Pour la comparaison génétique, trois méthodes ont été utilisées. Tout d’abord, deux 
scans génomiques ont été réalisés afin de déterminer les régions du génome présentant des 
signatures de sélection : l’un avec des marqueurs génétiques neutres (marqueurs AFLP) et 
l’autre avec des marqueurs génétiques liés à un élément transposable (marqueurs DArT). 
Ensuite, la combinaison des résultats de génomes scans avec une approche « gènes 
candidats » a permis d’obtenir et de travailler sur une liste de gènes potentiellement liés à la 
résistance au Bti.  
Enfin, comme la résistance au Bti peut aussi résulter d’une modification de la 






sélectionnée et sensible ont été réalisées. Pour cela nous avons utilisé la technologie des puces 
à ADN, mais aussi une approche basée sur le séquençage à très haut débit de plusieurs 
millions de fragments de cDNA (LongSAGE couplé au séquençage solexa).  
 
*Objectif 4 : Mesurer le coût de la résistance au Bti. Dans un premier temps, le coût de la 
résistance au Bti a été mesuré en comparant 14 traits d’histoire de vie entre la souche d’Aedes 
aegypti sélectionnée et la souche sensible. L’effet négatif de ces coûts sur l’évolution de la 
résistance à ensuite été évalué en absence de traitement pendant cinq générations. 
 
*Objectif 5 : Caractériser la résistance des populations de moustiques de terrain en 
Rhône-Alpes après 20 ans de traitements au Bti. Les objectifs sont de faire un état des lieux 
de l’évolution de la résistance dans la région Rhône-Alpes, et de mesurer les flux de gènes 
dans les populations naturelles de moustiques en Rhône-Alpes. Des marqueurs AFLP ont été 
utilisés pour analyser à l’échelle de la région Rhône-Alpes 13 populations naturelles de 
l’espèce Aedes rusticus traitées ou non avec le Bti. La stratégie a été d’utiliser la génomique 
des populations pour 1/ identifier des régions du génome potentiellement sous sélection et 2/ 
étudier les flux de gènes chez cette espèce. 
 
VIII.2- Modèles biologiques utilisés 
Afin de répondre à ces objectifs, j’ai utilisés plusieurs modèles biologiques.  
 
VIII.2.1- Litières toxiques (objectifs 1et 2) 
Les litières toxiques utilisées pendant ma thèse pour les sélections ou les bioessais ont 
été collectées en Août 1998 sur le site de Talissieu dans l’Ain. Ces litières sont composées 
principalement de feuilles d’aulnes glutineux, de peupliers noirs et de chênes pédonculés. Ces 
litières montrent une très forte toxicité contre les larves de moustiques (David et al. 2000). 
Apres avoir été collectées, les litières ont été séchées, broyées et conservées à -80°C avant 








Figure 14 : Gîte larvaire boisé (à gauche) et ses litières végétales (à droite). 
 
 
VIII.2.2- Aedes aegypti (objectifs 2, 3 et 4) 
L’espèce tropicale Ae. aegypti (souche Bora Bora) a été utilisée comme espèce modèle 
de laboratoire pour cette étude (objectifs 2, 3 et 4). Cette souche est particulièrement sensible 
aux xénobiotiques en général (David et al. 2000). Elle a l’avantage de s’élever facilement en 
laboratoire avec des temps de génération relativement courts (2 mois environ). Ae. aegypti est 
également une espèce modèle pour de nombreux laboratoires et de nombreuses ressources 
génétiques sont disponibles : génome entièrement séquencé (Nene et al. 2007) et disponible, 
puces à ADN (Strode et al. 2008). 
 
 










VIII.2.3- Aedes rusticus (objectif 5) 
Ae. rusticus (Rossi) est une espèce prédominante dans les gîtes préalpins sous une 
couverture arborescente importante, mais également présente dans les gîtes à végétation 
mixte, où l'on trouve à la fois des essences arborescentes et herbacées (David et al. 2000, Rey 
et al. 2000). Ae. rusticus est une espèce annuelle possédant un cycle de vie particulier. 
Contrairement à la plupart des autres espèces de moustiques dont les stades larvaires durent 
seulement quelques semaines au printemps ou en été, les larves d’Ae. rusticus se développent 
durant les mois d’hiver en eaux froides avant d'émerger au printemps. Les adultes migrent peu 
et restent proche de leurs gîtes larvaires (Shäfer et al. 1997). 
 
 
Figure 16 : Exemple d’un gîte larvaire d’Aedes rusticus (à gauche) et de larves récoltées lors de 
l’échantillonnage de cette espèce (à droite). 
 






Chapitre 1- Origine et rémanence du Bti dans l’environnement en 
Rhône-Alpes 
 
I- Présentation de l’étude et principaux résultats 
Dans certains sites de la région Rhône-Alpes, les litières végétales des gîtes larvaires 
montrent une forte toxicité pour les larves de moustique. Pendant plusieurs années, la toxicité 
des litières végétales a été attribuée à des composés secondaires polyphénoliques contenus 
dans les plantes. Par la suite, des études complémentaires ont démontré que la toxicité de ces 
litières végétales était plutôt due à la présence de toxines de Bti (article 1 : Tilquin et al. 
2008). Grâce à des cultures bactériennes sur des échantillons de terrain, des tests 
immunologiques et des PCR diagnostiques ciblant spécifiquement les gènes codant pour les 
protéines du Bti, une forte quantité de spores de Bti dans les litières toxiques a été mise en 
évidence. C’est donc la prolifération et l’accumulation de Bti dans l’environnement qui est 
susceptible d’être la cause de la forte toxicité des litières végétales. 
 
Au cours de ma thèse, ma contribution à ce travail a constitué à déterminer l’origine 
des souches de Bti proliférant dans les litières. La question était de déterminer si ces 
souches de bactéries sont autochtones et naturellement présentes dans le milieu ou, si elles 
proviennent du Bti commercial régulièrement épandu dans la région lors des opérations de 
démoustication. La stratégie adoptée a été de génotyper par des marqueurs AFLP les souches 
contenues de Bti dans les litières toxiques et de les comparer avec des souches naturelles et 
des souches commerciales. Une collaboration avec l’Institut Pasteur à Paris nous a permis 
d’obtenir 15 souches de Bacillus thuringiensis israelensis provenant du monde entier ainsi 
que 2 souches de Bacillus sphaericus, également utilisé comme bactério-insecticide. Des 
souches de Bti provenant de sites non-traités par les agents de démoustication de la région 
Rhône-Alpes ont également été isolées et génotypées.  
 
Les 201 marqueurs AFLP polymorphes obtenus ont permis une bonne différenciation 
génétique entre les souches de bactéries Bacillus testées. Les résultats ont permis de 
déterminer que le Bti qui prolifère dans les litières toxiques pour les larves de moustiques est 
génétiquement très proche de la souche commerciale utilisée pour les traitements 
larvicides et provient très probablement de résidus d’épandage (Article 1 : Tilquin et al. 






2008). Des souches identiques aux souches commerciales ont également été détectées dans 
des gîtes qui n’avaient jamais été traités, mettant en évidence la contamination par les 
bactéries commerciales sur une grande échelle spatiale.  
 
Les conclusions de cette étude suggèrent que la rémanence et la prolifération du Bti 
dans certains gîtes larvaires à moustiques est susceptible de faciliter l’apparition de la 
résistance, surtout chez les populations de larves dont les particules de litière végétale 
constituent la base de l’alimentation. Ainsi, les populations larvaires sont exposées tout au 
long de leur développement à de faibles doses de Bti, ce qui peut favoriser l’apparition et 
l’évolution de la résistance au Bti dans ces populations. 
 
 
II- Contribution scientifique sous forme d’article 
 
Article 1 : TILQUIN M, PARIS M, REYNAUD S, DESPRES L, RAVANEL P, GEREMIA RA, GURY G 
(2008). Long-lasting persistence of Bacillus thuringiensis sp. israelensis (Bti) in mosquito 
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Abstract
Background: The detrimental effects of chemical insecticides on the environment and human health have lead to the call
for biological alternatives. Today, one of the most promising solutions is the use of spray formulations based on Bacillus
thuringiensis subsp. israelensis (Bti) in insect control programs. As a result, the amounts of Bti spread in the environment are
expected to increase worldwide, whilst the common belief that commercial Bti is easily cleared from the ecosystem has not
yet been clearly established.
Methodology/Main Findings: In this study, we aimed to determine the nature and origin of the high toxicity toward
mosquito larvae found in decaying leaf litter collected in several natural mosquito breeding sites in the Rhoˆne-Alpes region.
From the toxic fraction of the leaf litter, we isolated B. cereus-like bacteria that were further characterized as B. thuringiensis
subsp. israelensis using PCR amplification of specific toxin genes. Immunological analysis of these Bti strains showed that
they belong to the H14 group. We finally used amplified length polymorphism (AFLP) markers to show that the strains
isolated from the leaf litter were closely related to those present in the commercial insecticide used for field application, and
differed from natural worldwide genotypes.
Conclusions/Significance: Our results raise the issue of the persistence, potential proliferation and environmental
accumulation of human-spread Bti in natural mosquito habitats. Such Bti environmental persistence may lengthen the
exposure time of insects to this bio-insecticide, thereby increasing the risk of resistance acquisition in target insects, and of a
negative impact on non-target insects.
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Introduction
Since the fifties, the massive use of chemical insecticides in insect
control programs, although very effective in most cases, has led to
serious environmental problems, including the long-term persis-
tence of the toxicity in the environment, leading to the acquisition
of resistance in exposed insects [1]. Over the past decades, the
trend has been towards a reduction in the use of chemical
insecticides, progressively replaced by emerging environment-
friendly pesticides such as bacterio-insecticides, strongly recom-
mended by the World Health Organization [2].
Bacillus thuringiensis subsp. israelensis (Bti) is one of the most
famous spore forming bacterium, able to produce specific
insecticidal toxins during sporulation [3]. The toxin is a
combination of six main proteins aggregated into a solid crystal
encased in the bacterial cell [4], exhibiting acute toxicity towards
dipteran insects such as larval mosquitoes and black flies. Today,
this bacterium is widely used for the preparation of commercial
bio-insecticides [5] used in insect control programs.
The main advantage of Bti over chemical insecticides is its highly
specific activity towards dipteran insects, due to the presence of
membrane receptors in the insect gut serving as targets for the
bacterial toxins [3,6,7]. Due to the absence of such receptors in
vertebrates, the Bti is considered safe for human health [8]. It was
claimed that the toxins and spores were not persistent in the
environment with virtually no residual effects, even in environments
submitted to seasonal applications [3,9]. Furthermore, almost no
dispersion of the spores was observed in the soil [10–12], and
contamination of ground water seems very unlikely [13,14]. Finally,
due to the complex structure of Bti toxins, many authors
emphasized that the acquisition of resistance in exposed insects
would require multiple mutations at different loci, and is therefore
largely delayed under natural conditions [15–17].
For these reasons, the use of Bacillus thuringiensis based
insecticides in pest control programs is now considered as a viable
strategy, which has proven to be both safe and reliable over the last
40 years [18–20].
The growing importance of bacterio-insecticides in insect control
activities has encouraged many research programs aiming to
discover new bacterial strains with improved insecticidal properties.
In 2000, David et al. reported the presence of highly toxic leaf
litter in forest mosquito breeding sites [21]. Due to the acute lethal
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effects measured on larval Aedes aegypti, and the urgent need for
new insecticidal molecules, considerable efforts were made to
isolate and identify the compounds responsible for the leaf litter
toxicity [22–25]. This led to the development of a laboratory
process for synthesizing toxicity from non-toxic decomposed leaf
litter. In this article we present the molecular and immunological
proof that the high toxicity of leaf litter relies on the persistence of
Bti spores in natural mosquito habitats. Furthermore, the presence
of Bti viable spores in untreated areas raises concerns regarding the
ecological consequences of massive bacterio-insecticides spreading
on a regional scale.
Results
Identification of Bti in toxic and non-toxic leaf litter
Different leaf litter samples were tested for in vitro reconstitution of
the toxicity (table 1 and Figure 1). None of these leaf litter samples
were toxic per se, however all of them produced toxicity in vitro after
the laboratory process described in table 2. The vegetation type did
not seem to have an influence on toxicity production, neither did the
year of collection. Samples originating from both treated and
untreated areas were able to generate toxicity in vitro. The
insecticidal efficacy of the toxin synthesized during the in vitro
process was measured in bioassays, using larvae of the mosquito
Aedes aegypti as a standard organism. An LC50 of 0.02 mg l
21 was
obtained for this toxin, comparable to those for Bti [26].
In order to better understand the mechanisms involved in the in
vitro synthesis of toxicity, different experimental conditions were
tested. Those with the most significant effect on the production of
toxicity are summarized in table 2. Heat shock (70uC) was
necessary to obtain toxicity whereas 100uC or 0.22 mm filtration
treatments prevented it. The last step of the process consists in
incubating the extract at 25uC over 72 h. The extract becomes
turbid and a toxic pellet is formed. All these results suggest that a
micro-organism is involved in leaf litter toxicity.
The presence of microorganisms was investigated by plating
aliquots of the leaf litter extracts on LB agar plates. From the
different isolated bacteria, it was possible to synthesize toxicity
when grown in either LB medium, or sterile leaf litter extract
medium. The involvement of this bacterium in producing toxicity
was confirmed by its presence in all leaf litter samples previously
identified as ‘‘toxicity producing’’. This bacterium is 5 mm long,
Gram-positive, rod-shaped and spore-forming (Figure 2A). The
phase-contrast microscopy revealed the presence of a parasporal
inclusion in sporulating cells. This microscopic evidence together
with the insecticidal capacity of the bacteria, matched the criteria
for the Bacillus cereus group. The affiliation to the Bacillus cereus
group was further confirmed by the sequencing of the 16 s RNA
gene, resulting in 100% homology with 16S RNA sequences
available in GenBank for this species group (data not shown). The
complete determination was adapted from Ben-Dov et al. [27] by
using specific primers for different toxin-coding genes (table 3).
The strain was positive for six genes, namely cyt1, cyt2, cry4A and B,
cry10 and cry11 respectively. According to the literature, this
combination of genes is typically found in the bacteria Bacillus
thuringiensis subsp. israelensis, and the absence of cry1 and cry8 genes
(serving as controls) supported the determination (see Figure S1).
In addition, the 300 bp Cry11 PCR fragment was sequenced and
resulted in a 100% match with Bacillus thuringiensis israelensis
(GeneId: 5759849, [28]). A final identification method based on
immunofluorescence with antibodies specific to flagellar proteins
Figure 1. Map of sampling sites in the Rhoˆne-Alps region
(France). Each triangle corresponds to a sampling area. All of them are
humid mosquito breeding areas (natural forests or swamps) except for
the StM site, which is an artificial urban site intended for leaves storage.
doi:10.1371/journal.pone.0003432.g001
Table 1. description of the eight sampling sites where decaying leaf litter were collected.
Site Type
Occurrence of
treatmenta Dominant species Year of sampling
Toxicity in
vitrob
Tal (1) Forest treated Alnus glutinosa, Fraxinus excelsior 2002, 2003, 2005 +
Lav (2) Forest treated Alnus glutinosa, Fraxinus excelsior 2002, 2003, 2005 +
Bre (3) Forest treated Alnus glutinosa, Quercus robur 2002, 2003 +
Mon (4) Forest treated Alnus glutinosa, Alnus incana 2002 +
StQ (5) Forest treated Alnus glutinosa 2002 +
StB (6) Forest untreated Alnus glutinosa, Fraxinus excelsior 2006 +
Cha (7) Swamp treated Carex sp. 2002 +
StM (8) Artificial untreated Populus nigra 2005, 2006 +
aThe sites referred to as ‘‘treated’’ correspond to mosquito breeding sites where annual spreading of the insecticide Bti occurred for more than ten years. No Bti
treatment was ever applied in ‘‘untreated’’ areas.
bThe leaf litter samples were submitted to the 3-step process for in vitro synthesis of the toxicity: when more than 80% mortality was obtained in the bioassays for at
least two leaf litter samples from the same site, the columns were referred to as ‘‘+’’.
doi:10.1371/journal.pone.0003432.t001
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was used to determine the serotype of the isolated strains. The
bacteria isolated from commercial Bti known to be of the H14
serotype, were marked with fluorescence (green) whilst no reaction
was observed for closely-related serotypes such as H12 and H13
(Figure 2B). This result confirmed the specificity of the flagellar
antibody and therefore, the fluorescence observed for the bacteria
isolated from toxic and non-toxic leaf litter made it possible to
establish them as having an H14 serotype.
Besides the non-toxic leaf litter, we focused on particular leaf
litter samples collected at one of our sampling sites in 1998, which
were highly toxic per se (referred to as ‘‘toxic leaf litter’’). Figure 3
shows the number of viable spores of Bti per gram of dry matter,
counted in either non-toxic (6 samples) or toxic (3 samples) leaf
litter samples. The mean number of viable spores in toxic leaf litter
was about 400 times that in non-toxic samples. Depending on the
sample, up to 300,000 spores per gram were counted in toxic leaf
litter, indicating a high bacterial load for these samples.
Of all the colonies isolated from toxic leaf litter, PCR
amplifications revealed that more than 90% could be identified
as Bti (positive to cyt1 and 2,cry4A and 4B, cry10 and cry11 genes,
data not shown).
We also investigated using a more direct method for detecting the
bacteria in field collected leaf litter that does not require the isolation
of the bacteria on agar plates. The genes encoding Bti toxins Cry4A,
4B and Cry11 were directly sought by PCR in the total DNA pool
extracted and purified from leaf litter material (Figure 4). For toxic
leaf litter, only one run of 31 PCR amplification cycles was sufficient
for Bti diagnostic, whereas two runs were required to amplify
diagnostic Bti genes from non toxic litter.
Origin of the Bti found in natural habitats
Some of the sampled sites were regularly sprayed with
commercial Bti, by the local mosquito control agency, raising
the question of the origin of the Bti strains found in leaf litter
(natural vs human-spread). A total of 201 polymorphic markers
ranging in size from 67 to 522 pb were successfully scored with the
two primer combinations used. The genotyping error rate per
locus has been calculated as the ratio between the observed
number of differences and the total number of comparisons across
the duplicated samples [29]. The seven duplicates were highly




Heat shock (10 min) 70uC +
100uC 2
Sterilization with 2
(0.2 mm filtration) without +
Incubation (3 days) 25uC +
5uC 2
aDifferent treatment modalities were tested on the leaf litter extract and the
toxicity produced under these conditions was measured by standard bioassays
on Aedes aegypti larvae (at least 80% mortality: marked ‘‘+’’; under 5%
mortality: marked ‘‘2’’).
doi:10.1371/journal.pone.0003432.t002
Figure 2. Microscopic observations of different Bacillus thuringiensis subsp. israelensis strains. A) Oil immersion microscopy observation of
the vegetative cells (vc) and spores (spo) after Gram staining of isoloated toxic bacterium of leaf litter. The parasporal inclusions (pi) were observed by
phase contrast microscopy. B) Fluorescent microscopy serotype analysis of Bti isolated from toxic or non toxic leaf litter. Bacilli were stained with
rabbit antiserum specific for flagellar H14 serotype. Rabbit antibodies were revealed with FITC-conjugated goat anti rabbit Ig.
doi:10.1371/journal.pone.0003432.g002
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reproducible (99.85%). Among the 23 strains genotyped, the toxic
litter sample StM and the commercial strain WG1 presented the
same AFLP profiles. All the others strains presented different
profiles. Among the Bti H14 strains, 52 out of 201 markers (25.8%)
were polymorphic. Eighteen markers were diagnostic for B.
sphaericus strains (i.e. markers always detected in Bs and never in Bti
strains) and eight for Bti strains. No diagnostic marker was
associated with Bti H14 leaf litter strains, or Bti H14 commercial
strains, or Bti H14 natural worldwide strains.
Table 3. Primers used for PCR amplification.
Primer pair Anneal temp (uC) Sequencea Reference
1492r (16 s RNA) 50 59 TACGGTTACCTTGTTACGACTT (r) [57]
27f (16 s RNA) 50 59 AGAGTTTGATCMTGGCTCAG (d) [57]
cry1gral 52 59 CTGGATTTACAGGTGGGGATAT (d), [58]
59 TGAGTCGCTTCGCATATTTGACT (r)
cyt1gral 52 59 CCTCAATCAACAGCAAGGGTTATT (d), [59]
59 TGCAAACAGGACATTGTATGTGTAATT (r)
cyt2gral 50 59 ATTACAAATTGCAAATGGTATTCC (d), [59]
59 TTTCAACATCCACAGTAATTTCAAATGC (r)
cry4Aspe 50 59 TCAAAGATCATTTCAAAATTACATG (d) [59]
cry4Bspe 59 GTTTTCAAGACCTAATAATATAATACC (d),
59 CGGCTTGATCTATGTCATAATCTGT (r) [59]
cry8gral 49 59 ATGAGTCCAAATAATCTAAATG (d), [58]
59 TTTGATTAATGAGTTCTTCCACTCG (r)
cry10spe 51 59 TCAATGCTCCATCCAATG (d), [59]
59 CTTGTATAGGCCTTCCTCCG (r)
cry11gral 51 59 TTAGAAGATACGCCAGATCAAGC (d), [58]
59 CATTTGTACTTGAAGTTGTAATCCC (r)
ad and r, direct and reverse primers, respectively.
doi:10.1371/journal.pone.0003432.t003
Figure 3. Counts in leaf litter samples of viable spores of
Bacillus thuringiensis subsp. israelensis expressed as number of
UFC per gram of dry matter (mean6SE, log scale). The bars
correspond to the standard error calculated from six samples of non-
toxic leaf litter and three samples of toxic leaf litter.
doi:10.1371/journal.pone.0003432.g003
Figure 4. Agarose gel electrophoresis of the PCR products
obtained with the DNA extracted from toxic leaf litter. The total
DNA was extracted and purified from toxic leaf litter samples and the
cry 4A, cry4B and cry11 genes were sought by PCR using the
corresponding primers. The PCR products detected from toxic leaf
litter (lanes 2 and 3) were compared to those obtained from the
isolated bacterium serving as a control (lanes 4 and 5).
doi:10.1371/journal.pone.0003432.g004
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Pairwise Jaccard distance coefficients among strains varied from 0
(Tal1 vs. WG2) to 0.95 (S05 vs. S05_201) with an overall mean of
0.5860.29. Interspecific average distance (B. shaericus vs. Bti) was
0.9260.01. For the Bti strains, a mean distance of 0.8160.03 was
found between different serotypes, and a mean distance of 0.2960.10
was found between strains within the H14 serotype. Within the H14
group, the mean distance was 0.1760.07 between commercial and
leaf litter strains, 0.3360.8 between natural and leaf litter strains, and
0.3260.8 between natural and commercial strains.
The UPGMA dendrogram based on Jaccard distance clearly
grouped all the H14 serotype strains together (Figure 5). Within
this group, all the strains isolated from the commercial Bti were
Figure 5. Dendrogram based on the AFLP profiles (201 polymorphic markers) from 21 Bacillus thuringiensis subsp. israelensis strains
(6 serovars) and 2 Bacillus sphericus strains. Genetic distance between AFLP profiles was calculated by using Jaccard distance. Bootstraped data
set were generated using PHYLTOOLS (1,000 replicates) and analyzed by using the UPGMA clustering method (PHYLIP package V3.5). Only bootstrap
values more than 70% are represented.
doi:10.1371/journal.pone.0003432.g005
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intermixed with strains isolated from toxic and non-toxic litter,
and there was one natural strain from the IP collection collected in
1991 in Nigeria. All the other natural Bti strains were more distant.
Analysis of molecular variance showed a significant genetic
differentiation between the group encompassing all the commer-
cial strains and the non-toxic and toxic litter, and the group
containing all the worldwide natural strains and the strain isolated
from green leaves at a Rhoˆne-Alps site (P,0.0001). It therefore
appears that Bti isolated from green leaves is more closely related
to natural worldwide strains than to commercial Bti.
Discussion
Bti belongs to the Bacillus thuringiensis species that is usually
isolated from the soil but can also be found in many other habitats
such like insects (where it proliferates), stored grains, and the
phylloplane of plants [30–32] although it was described as a poor
colonist of leaf surfaces [33].
Contrary to our observations, Bti is generally absent from
untreated areas [33]. Some authors excluded the possibility of Bti
accumulation in treated areas, even when submitted to pluri-
annual treatments [34,35] Actually, even if they were able to
persist in soils, the spores of Bti have never been seen to germinate
and proliferate in this compartment where, on the contrary, they
tend to be gradually inactivated [34,36]. In our study, not only was
Bti found in two untreated sites, but it was also detected at high
levels in some samples associated with an acute toxicity towards
mosquito larvae. The high Bti content, estimated by the number of
viable spores, appeared to strongly correlate to the toxicity of the
leaf litter samples. To the best of our knowledge, no reference to
such residual toxicity in relation to Bti accumulation has been
made in the literature so far.
The originality of our work lies in the type of samples analyzed.
Whereas most of the studies addressing the question of Bti
occurrence in the environment deal with soil or water samples, we
focused on decaying leaf litter, the natural habitat of mosquito
larvae. In light of our results, it seems that decaying leaves
represent a specific microhabitat in which Bti is more likely to
persist and potentially grow than in soils. The spores and toxins
may be protected from degradation by the vegetal matrix, which
makes accumulation processes possible. Although unusual, the
germination of Bacilli spores in microhabitats other than soils has
already been suggested. So far, even if able to persist in soils, the
spores of Bti were never observed to germinate and proliferate in
this compartment where, on the contrary, they tend to be
gradually inactivated [34] especially in an environment with high
organic matter content. Since the site where the toxic leaf litter
was collected was submitted to a single Bti treatment during the
year 1998, the elevated number of spores (300,000 spores per
gram of dry matter) is unlikely to be due to accumulation only.
The possibility that the bacteria germinate and proliferate in the
natural habitat must not be excluded. Indeed, the germination of
spores of B. thuringiensis subsp. kurstaki was detected in natural
conditions, in the rhizosphere and in the gut of insects collected in
their habitat [37]. The question arises about the biotic and abiotic
conditions that allowed persistence and proliferation of Bti in this
particular breeding site in comparison with the others. Further
investigations would be necessary to fully characterize sites factors
such as soil composition, pH, temperature, ultraviolet exposition
and insect diversity. In a first attempt to characterize the abiotic
conditions of the Rhoˆne-Alps mosquito breeding sites, our
investigations on the vegetation and the soil revealed lower oxygen
levels in the site where toxic material was collected (Tilquin M.,
unpublished results). A study of the leaf litter decomposition rates
over a year confirmed this observation, and showed that the
processing of organic matter was significantly slower in the ‘‘toxic
site’’, causing the leaves to remain on the ground for a longer time
period (data not shown). These observations suggest that under
these particular conditions (low oxygen level and low leaf litter
decomposition rate), the Bti had more time to colonize the leaf
litter material, or/and was less affected by degradation than in the
other sites.
Tools and methods for the study of bacterio-insecticides
in the environment
In this work, we have adapted several tools that have proved to
be reliable and to offer interesting opportunities to study of the fate
and behavior of bacterio-insecticides in the environment.
Our selective laboratory protocol in conjunction with toxico-
logical bioassays on mosquitoes allows the detection of bacteria
exhibiting insecticidal properties.
In addition to its simplicity, the main interest of the protocol lies
in the selection of spore-forming organisms by means of the heat
shock treatment, considerably reducing the number of microor-
ganisms to be studied. The possibility of selecting interesting
candidates among the great diversity of microorganisms encoun-
tered in natural substrates such as leaf litter or soil appears to be a
valuable advantage. This protocol could therefore be used as an
efficient tool to search for the compartments of the ecosystem
where bacteria exhibiting insecticidal properties are present, even
at low levels.
In addition to the toxicological approach, microscopic and
molecular cues can also be obtained from this protocol. As shown
in this study, the presence of Bacillus cereus-like (Bc-like) colonies is
easily revealed by plating the heat-shocked extracts on agar plates.
Once isolated on a solid medium, the counting of Bc-like
colonies appears to be a reproducible method for the quantifica-
tion of the bacterial population from our samples. In our case,
substantial differences in terms of bacterial load were observed
between toxic and non-toxic leaf litter.
The microscopic observations of the colonies, revealing the
presence of spores and parasporal inclusions in the vegetative cells,
supported our toxicological results.
Finally, the PCR amplification of cyt and cry genes, coupled with
immunoassays with flagellar antibodies, clearly identified the
isolated organisms, up to the strain level.
The AFLP fingerprinting method has already proven to be a
useful tool in bacterial phylogenetics [38,39], species identification
[40,41] or epidemiologic studies [42,43]. AFLP was also used
successfully to detect molecular variability between highly closely
related bacterial strains [44–46]. If previous studies analysed the
diversity between different B. thuringiensis subspecies [47], to our
knowledge, no comparative analyses have been performed
between strains within the subspecies israelensis so far. In this
study, AFLP revealed high polymorphism and allowed to easily
discriminate six Bti serotypes.
In addition, sufficient genetic diversity was detected between the
Bti strains within H14 serotype to distinguish between commercial
and natural strains, and to identify the origin of leaf litter Bti. As
AFLP is highly reproducible and highly discriminatory at the
strain level, it could be the method of choice for the molecular
characterization of Bti strains.
This type of multi-step method can easily be used to study Bti
spread by man in various natural substrates, and to screen new
strains of insecticidal bacteria.
Another interesting result of this work is the possibility of
detecting bacterial DNA directly from the vegetal sample, without
a prior isolation of the bacteria on agar plate (Figure 4). By
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reducing the number of laboratory stages required, and allowing
the use of high throughput tools for the detection of the target
micro-organism, this simple protocol provides interesting perspec-
tives for the study of bacterio-insecticides in the environment.
Furthermore, our results have shown that this method is sensitive
enough to reveal quantitative differences between samples. We are
currently adapting the quantitative PCR method to the detection
and precise quantification of bacterial DNA in leaf litter samples.
Bioassays and molecular detection by PCR represent an
alternative method to western blot and ELISA techniques.
Immunodetection requires Bti toxin purification and specific
antibodies. These methods are time consuming and not suited
for high-throughput environmental sample analyses, as the
solubilization and purification of toxins from leaf litter of various
origins is likely to be difficult to standardize.
The anthropogenic origin of the Bti found in natural
habitats
AFLP data obtained with the two selective primer combinations
was high quality and revealed sufficient levels of polymorphism for
non-ambiguous species and serotype identification, and for strain
comparisons within the serotype H14. Indeed, the high level of
genetic diversity observed between Bti strains was essential to
effectively characterize the origin of sampled strains.
Although the B. cereus group is described as taxonomically
confusing, with no phylogenetic differentiation between B.
thuringiensis and B. cereus at the species level [38,45], our AFLP
data showed unambiguous differentiation between the 2 species B.
sphaericus and B. thuringiensis. The clustering analyses also indicated
a clear phylogenetic signal at the serotype level within the
subspecies B. thuringiensis subsp. israelensis.
All the commercial and Pasteur Institute collection H14 Bti
strains are grouped in a same cluster, indicating good discrimi-
nation of the serotype status of Bti strains using AFLP methods.
The Rhone-Alps strains also grouped in the H14 Bti cluster,
confirming the toxicological and immunological results. All the
toxic and non toxic leaf litter strains were more closely-related to
commercial strain than to worldwide natural strains. In addition, a
non toxic leaf litter strain presented the same AFLP profiles as the
Vectobac WG Bti commercial strain used in the Rhone-Alps
region. These results strongly support the anthropogenic origin of
the Bti found in treated and untreated areas, i.e., that spraying
residues can persist and disseminate out from the spraying zone.
The presence of Bti strains that are genetically undistinguishable
from commercial Bti strains at sites which have never been treated
is a remarkable and unexpected result, and a wider sampling
design would be required to confirm this finding. The very
sensitive and reproducible methods developed in our work will be
of great use for such wide-scale monitoring of treated and
untreated sites on a regional scale.
Conclusion
These results support previous work showing that the
persistence of acute toxicity several months after Bti spraying are
exceptional, as this was only observed on one of the eight sites
analyzed. However, we identified the presence of viable Bti spores
at all the other sites, including one site that had never been treated,
suggesting that Bti regular spraying of some target sites may have a
greater impact than previously thought on regional scale (Rhoˆne-
Alps region, about 3000 km2). The impact of such uncontrolled Bti
residue on natural insect populations is a cause for concern,
especially since leaf litter represents the main source of food for
mosquito larvae. In case of Bti-persitence in leaf litter, mosquito
larvae are exposed to Bti toxins throughout their whole
development, even at low doses. Such repeated exposition can
be considered as a typical selection pressure promoting resistance
emergence in mosquito populations. Indeed, a previous study
showed that mortality of Aedes rusticus to toxic-leaf-litter (containing
Bti) was lower for larvae sampled in sites which were Bti-treated for
more than 2 years [48] as compared to untreated sites.
Furthermore, a recent article reported significant differences in
the sensitivity of mosquito populations to insecticides in relation to
Bti applications in wetland Rhoˆne-Alps areas [49]. Given the
increasing importance of bacterio-insecticides in general, and Bti
in particular, in insect control programs, there is an urgent need to
compile data on the fate and behavior of bacterio-insecticides in
the environment. In this work, we highlighted some potential
disorders in relation to Bti spreading, and we are currently
focusing our research on the improvement of the methodology to
ensure the rapid and accurate quantification of bacterial DNA in
leaf litter samples. Our aim is to initiate a larger sampling
campaign to monitor the behavior of Bti populations in different
conditions for the application of insecticide, and different
ecological situations.
Materials and Methods
Sampling sites and leaf litter collection
The leaf litter were collected between July and August 4 to 10
weeks after Bti treatment in eight sites in the Rhoˆne-Alps region
(Figure 1) between 2002 and 2006. At each location, ten samples
of leaf litter (approximately 100 g of fresh matter) were randomly
collected in the organic layer (OL). The samples were air dried at
30uC, powdered on a 0.5 mm mesh, carefully homogenized, and
stored at 280uC in individual sterile flasks until use. All the
samples were compared for their mosquito larvicidal activities to a
toxic per-se leaf-litter [50]. This toxic litter was collected in August
1998 (site Tal), 4 months after a single Bti treatment application at
the beginning of spring. In this particular site, a monthly increase
(from spring to the end of summer) of leaf litter toxicity was
observed for several consecutive years (1996–1998) [50].
The three-step process for the synthesis of toxicity
Each leaf litter sample was used for the in vitro synthesis of the
toxicity in the 3-step process developed by Tilquin et al [22].
Briefly, 200 mg of powdered leaf litter was stirred into 40 ml of
sterile Na/K phosphate buffer (25 mM, pH 7.5) for 1 hr at 25uC
(step 1: extraction). The leaf litter residue was discarded by
filtration through Whatman # 2 after a short centrifugation
(5 000 rpm for 5 minutes), and the collected extract was
immediately heat shocked for 30 minutes at 70uC (step 2: heat
shock), followed by centrifugation to remove all solid residue
(15 min at 5 000 rpm). The collected soluble extract was
incubated for 72 hrs at 25uC in sterile glass vials (step 3:
incubation). During the incubation step, an insoluble fraction
appeared in the extract. This precipitate was collected at the end
of the incubation by centrifugation (30 min at 5 000 rpm), water
rinsed with 5 ml of distilled water (re-suspended and centrifuged
5 min at 5 000 rpm) and immediately used for toxicological
bioassays. All extractions were performed in triplicate.
Toxicological bioassays
The toxicity of the precipitate was tested using a standard
bioassay procedure on Aedes aegypti mosquito larvae as a reference
[51]. This bioassay used 20 size-calibrated fourth instar larvae kept
in a disposable vial containing 50 ml of tap water at 25uC. The
precipitate collected after the third step of the synthesis process
was re-suspended in 6 ml of distilled water by pipetting up and
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down, and the larvae were dosed with 2 ml of suspension. Each
bioassay was performed in triplicate. Larval mortality was counted
after two hrs of contact, and the toxicity of the tested material was
expressed in % mortality.
The same bioassay protocol was used to determine the LC50 of
the precipitate (i.e. concentration generating 50% mortality in the
bioassays). An important amount of toxic precipitate was prepared
by standard extractions (as described above) and re-suspended in
distilled water. An aliquot of the suspension was filtered on a
0.22 mmWhatman filter previously weighed on a precision balance.
The filter was then dried until no mass loss was observed, and
weighed again to determine the mass of the precipitate. This value
was then used to calculate de concentration of the suspension, and
to prepare the bioassay media at different concentrations (ranging
from 0.001 to 1 mg/l). The bioassays were conducted at 25uC in
triplicate, and larval mortality was monitored after 24 hrs contact
with insecticide and further analyzed using the Probit software to
determine the mean LC50 [52].
Bacterial isolation
Leaf litter microorganisms. The presence of
microorganisms in the leaf litter and poplar leaf extracts was
showed by plating 200 ml of extract on Luria Bertani (LB) agar
plates immediately after step 2 of the synthesis process (heat shock).
The plates were incubated for 24 hrs at 30uC to ensure bacterial
growth. We estimated the bacterial load of leaf litter samples by
counting the number of colonies (Colony-Forming Unit) per initial
gram of dry leaf matter (40 ml of initial extract corresponded to
200 mg of dry leaf litter; 200 ml plated on agar corresponded to
1 mg of dry leaf litter). In order to test for their insecticidal
properties, the colonies isolated on agar plates were introduced into
sterile vials containing 40 ml of liquid LB broth, and grown at 25uC,
without stirring. The cultures were centrifuged 72 hrs after sowing
(5 000 rpm for 30 minutes), and the precipitates were re-suspended
in 6 ml of distilled water to check for toxicity. The bioassays were
performed according to the same protocol as previously described,
with 2 ml of suspension per 50 ml of bioassay, in triplicate.
DNA extraction and PCR amplification
Different molecular methods were used in this study to further
identify the bacterial strains isolated from our leaf litter samples.
Bacterial DNA was extracted with Fast DNA spin Kit (MP
Biomedicals, Illkirch, France) according to the manufacturer’s
recommendations. Leaf litter DNA was extracted with Powersoil
DNA extraction kits (Mo Bio Laboratories, USA) according to the
manufacturer’s recommendations. The DNA concentrations were
measured using a Nanodrop ND 1000 Spectrophotometer
(Nanodrop Technology, USA).
The genes encoding for the toxic crystal proteins of the Bacillus
thuringiensis, namely cyt1 and 2, cry1, cry4a and b, cry8, cry10 and
cry11, and 16 s RNA were sought by PCR amplification using
either primers described in table 3.
Bacterial DNA was extracted using a Fast DNA spin Kit (MP
Biomedicals, Illkirch, France) according to the manufacturer’s
recommendations. Leaf litter DNA was extracted with Powersoil
DNA extraction kits (Mo Bio Laboratories, USA) according to the
manufacturer’s recommendations. The DNA concentrations were
measured using a Nanodrop ND 1000 Spectrophotometer
(Nanodrop Technology, USA).
Serotype characterization
For the flagellar serotype analysis of the Bti isolated from toxic or
non toxic leaf litter, bacilli were incubated with rabbit antiserum
specific for H14 serotype (provided by the Pasteur Institute, France)
during 15 minutes at room temperature. After 3 washes with PBS,
bacilli were incubated with FITC-conjugated goat anti-rabbit Ig
(Southern biotech, USA), on slides, and serotype analysis was done
using fluorescent microscopy (BX41 Olympus, France). Control
strains (i.e. H12 and H13 serotypes) were obtained from the Pasteur
Institute’s collection (Paris, France), and the H14 serotype was
isolated from the commercial Bti formulation (Vectobac WG,
Valent Biosciences Corp.). In both cases, the strains were cultivated
on LB agar medium at 30uC. Prior to microscopic observation, the
gram staining method was used.
AFLP genotyping
Bacillus strains used for the AFLP genotyping are listed in Table
S1: 13 natural worldwide strains were obtained from the Pasteur
Institute’s collection, 4 commercial strains were isolated from
Bactimos and Vectobac WG Bti commercial formulations used as
spray insecticides in the Rhoˆne-Alps region, and 6 strains were
isolated from leaf litter or green leaves collected in various sites in
the Rhoˆne-Alps region.
Total genomic DNA was extracted from overnight culture at
27uC of control and isolated bacterial strains with the DNeasy
tissue Kit (Qiagen) following the Gram positive bacteria protocol.
DNA concentration and quality was determined by spectrometry
on a NanoDrop and each sample was diluted to 30 ng/ml for the
AFLP analyses [53].
Genomic DNA was first digested with MseI (150 ng of DNA, 16
of Buffer NEB2, 1 mg of BSA and 2 U of MseI in a 17 ml reaction)
and then with EcoRI (16 of Buffer EcoRI and 5 U of EcoRI in a
27 ml reaction). Specific oligonucleotidic adaptors were then ligated
to the end of the restriction fragments (T4 DNA ligase buffer 16,
10 pmol of EcoRI adaptator, 50 pmol ofMseI adaptator, and 1 U of
T4 DNA ligase in a 37 ml reaction). The restriction and ligation
reactions were incubated at 37uC for 2 h30.
Selective amplification was performed as previously described
[54]. PCR parameters were: 10 min at 95uC followed by 36 cycles
of 30 s denaturing at 94uC, 30 s annealing, and 1 min extension at
72uC, ending with 10 min at 72uC for complete extension.
Annealing was initiated at a temperature of 65uC, which was
reduced by 0.7uC for each of the next 12 cycles and maintained at
56uC for the subsequent 23 cycles. Two selective PCR primer
pairs were selected over 8 tested for the quality of the produced
bands (i.e. even distribution of bands with relatively homogeneous
intensity): E+A/M+C and E+A/M+G. Products were separated
by electrophoresis on an ABI 3130xl capillary sequencer. AFLP
patterns were then visualised with GenMapper V3.7 software: a
fluorescent peak corresponds to the presence of an amplified
restriction fragment. Polymorphic peaks were checked individually
and a presence/absence (i.e 1/0) matrix was constructed.
Reproducibility of each primer pair was checked by carrying out
two times the whole AFLP protocol for 30% of individuals
randomly chosen as recommended by Bonin et al. (2004) [55].
Genetic analysis. Pairwise distances were determined by the
Jaccard coefficient. To perform a cluster analysis, we used the
distance matrix of the Jaccard coefficient and Unweighted Pair
Group Method with Arithmetic mean (UPGMA). The reliability
of each internal branch of the UPGMA dendrogram was
estimated by bootstrap analysis with 1,000 replicates (Phyltools
and Phylip packages). Analysis of molecular variance (AMOVA)
based on euclidian pairwise distances (WST) was used to calculate
variance component among groups, among strains within groups,
and among strains using Arlequin Version 3.0 [56]. The
significance of the covariance components associated with the
different possible levels of genetic structure was tested using non-
parametric permutation procedures (16,000 permutations).
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Supporting Information
Figure S1 Agarose gel electrophoresis of the cry1, cyt1, cyt2,
cry4a, cry4b, cry8, cry10, cry11-genes. PCR products obtained
with the toxic bacteria isolated from decomposed leaves. M:
molecular weight marker.
Found at: doi:10.1371/journal.pone.0003432.s001 (0.17 MB
DOC)
Table S1 Description of the strains used for AFLP genotyping.
All natural worldwide strains were obtained from Pasteur Institute
collection.
Found at: doi:10.1371/journal.pone.0003432.s002 (0.06 MB
DOC)
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Chapitre 2- Apparition et évolution de la résistance au Bti 
proliférant dans les litières végétales : sélection artificielle d’une 
souche d’Aedes aegypti au laboratoire 
 
I- Présentation de l’étude et principaux résultats 
 
Les bactéries Bacillus thuringiensis israelensis peuvent proliférer et s’accumuler dans 
l’environnement, induisant une exposition des larves aux toxines de Bti au cours de leur 
développement larvaire. Afin de déterminer l’impact du Bti rémanent dans l’environnement 
sur l’évolution de la résistance chez les moustiques, une souche sensible d’Aedes aegypti à été 
sélectionnée au laboratoire avec de la litière végétale prélevée en milieu naturel et contenant 
des toxines de Bti (voir chapitre I). Cette souche sélectionnée sera nommée souche LiTOX 
dans le présent manuscrit.  
 
A chaque génération, les larves ont été exposées à des doses de litière toxique 
permettant d’atteindre 70 % de mortalité en moyenne et d’obtenir environ 1000 adultes 
reproducteurs pour la génération suivante. Afin de limiter les effets de la dérive génétique, 
une introgression moyenne de 2.5 % d’individus sensibles a été effectuée à chaque génération. 
L’évolution de la résistance à la litière toxique a été mesurée pour 6 des 18 générations à 
l’aide de bioessais standardisés. Grâce à des bactéries recombinantes de Bti, les quatre 
principales toxines du Bti ont pu être produites de façon individuelle ou en mélange. Le degré 
de résistance de la souche LiTOX à ces toxines, au Bti ainsi qu’aux litières toxiques a été 
estimé après la 18ème génération de sélection.  
 
Après 18 générations de sélection, la souche LiTOX présente des taux de résistance 
faibles au Bti et à la litière toxique. Cependant, une résistance significative a été mesurée 
pour les toxines Cry du Bti : la souche LiTOX est 30, 14 et 6 fois plus résistante aux toxines 
Cry4A, Cry4B et Cry11 respectivement (article 2 : Paris et al., en préparation). Enfin, une 
résistance de 3 fois de la souche LiTOX vis à vis la toxine cytolitique Cyt1A a été mesurée. 
Ce travail montre que la résistance aux toxines individuelles du Bti est masquée lorsque le Bti 
ou les litières toxiques comprenant les toxines en mélanges sont testés. Ce résultat a des 






implications vis-à-vis du suivi de l’évolution de la résistance au Bti en populations naturelles ; 
car tester la résistance au Bti uniquement ne permet pas de détecter les niveaux de résistance 
aux toxines individuelles. Or, à terme, une accumulation séquentielle de la résistance à 
chacune des toxines du Bti dans les populations naturelles pourrait permettre l’apparition 
imprévue d’une résistance au Bti commercial.  
 
Les résultats obtenus lors de cette étude montrent aussi que certains individus de la 
souche LiTOX (environ 25% à la génération 18) présentent une durée de développement 
larvaire allongée de 4 jours. Ces individus montrent une résistance aux toxines Cry4B (23 
fois) et Cry11 (7 fois), tandis que leur niveau de résistance à la toxine Cry4A est quasi nulle. 
Ce résultat suggère qu’il n’existe pas de résistance croisée entre la toxine Cry4A et les toxines 
Cry4B et Cry11, et qu’au moins deux mécanismes de résistance distincts ont été 
sélectionnés dans la souche LiTOX.  
 
 
II- Contribution sous forme d’article 
 
Article 2 : PARIS M, TETREAU G, LAURENT F, LELU M, DESPRES L, DAVID JP. Bti persistence 
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Bti persistence in environment induces resistance to multiple Bti toxins. 
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1 INTRODUCTION 1 
 2 
Mosquito control represents a major public health concern, as mosquitoes transmit many 3 
severe human diseases such as malaria, filariasis, dengue fever, yellow fever, West Nile virus 4 
and chikungunya virus (Hemingway & Ranson 2000). Since the fifties, the massive use of 5 
chemical insecticides has led to undesired toxicity on non-target organisms (Green et al. 1990, 6 
Lacet & Siegel 2000) and the selection of insecticide resistance mechanisms in mosquito 7 
populations (Hemingway et al. 2004, Nauen 2007). A safe alternative to chemical insecticides is 8 
the spraying of toxins produced by the bacteria Bacillus thuringiensis subsp. israelensis (Bti) in 9 
mosquito breeding sites (Regis et al. 2001, Lacey 2007). 10 
Bti bacteria produce a solid parasporal crystal composed of a mixture of four major 11 
insecticidal proteins: Cry4A, Cry4B, Cry11A and Cyt1A (Schnepf et al. 1998, Crickmore et al. 12 
1998). When ingested by mosquito larvae, gut proteases solubilize and convert the inactive 13 
crystal into active toxins which interact with midgut cell membranes leading to the formation of 14 
pores, cell lysis, septicemia and then larvae death (Gill et al. 1992, de Maagdt et al. 2001). One 15 
particularity of Bti toxins is that they interact synergistically leading to high toxicity when used 16 
in combination (Poncet et al. 1995, Perez et al. 2005, Wirth et al. 1997). Another advantage of 17 
Bacillus thuringiensis toxins over chemical insecticides is their high specificity towards insect 18 
membrane receptors and their safety for non-target insects, vertebrates or mammalians (Thomas 19 
& Ellar 1983, Green et al. 1990, Charbonneau et al. 1994, Lacey et al. 2000). Consequently, Bti 20 
has been used in the French Rhône-Alpes region since 1990 for the control of mosquitoes. In 21 
2007, bacterio-insecticides became the only insecticides authorized for mosquito larvae control 22 
in metropolitan France and several other European countries. 23 
While Bacillus thuringiensis bacteria are usually described as poor colonists and non 24 
remnant in the environment (de Respinis et al. 2006, Maduell et al. 2008), high concentrations of 25 
viable Bacillus thuringiensis var. israelensis spores were found in decaying leaf litter collected 26 
in the bottom of a mosquito breeding site from the French Rhône-Alpes region several months 27 
after Bti treatments (David et al. 2002, Tilquin et al. 2008). In this study site, the persistence and 28 
proliferation of Bti bacteria progressively led to an acute toxicity of the leaf litter against 29 
mosquito larvae. As organic detritus represent a major larval food source for mosquitoes 30 
(Clements 1992), a direct consequence of Bti persistence is a prolonged exposure of mosquitoes 31 
to Bti toxins throughout their aquatic development. Such situation may favor the appearance and 32 





spread of resistance in mosquito populations, compromising the long-term efficiency of this bio-1 
insecticide. 2 
In natural mosquito populations, no consistent resistance has been detected even after 3 
long periods of repeated treatments with Bti toxins (Goldman et al. 1986, Becker & Ludwig 4 
1993), but recent studies suggested that moderate Bti toxin resistance may occur locally (Paul et 5 
al. 2005, Boyer et al. 2007, Paris et al. in press). In laboratory conditions, only moderate 6 
resistance levels have been selected in the mosquitoes Aedes aegypti and Culex quinquefasciatus 7 
after several generations of intense selection using the complete Bti toxins mixture (Goldman et 8 
al. 1986, Georghiou & Wirth 1997, Saleh et al. 2003). However, laboratory selection with each 9 
Bti toxin separately allowed to reach high resistance levels to individual toxins after few 10 
generations (Georgiou & Wirth 1997). 11 
 Although resistance mechanisms to Bti toxins are still unknown in dipterans, resistances 12 
to other Cry toxins have been intensively studied in lepidopterans resistant to transgenic crops 13 
producing Bacillus thuringiensis Cry toxins (Ferre & Van Re 2002, Griffit & Aroian 2005). 14 
Nowadays, the decrease in the activity of midgut proteases involved in toxins activation and 15 
modifications in specific membrane receptors are the two main mechanisms described for 16 
resistance to Cry toxins (Oppert et al. 1997, Morin et al. 2003, Bravo et al. 2007). Cross-17 
resistance mechanisms between different Cry toxins have been reported, presumably involving 18 
shared membrane receptors (Griffitts et al. 2001, Zhao et al. 2001, Siquiera et al. 2004). 19 
 In this context, the goal of this study was to evaluate the effect of repeated contact of 20 
mosquito larvae with leaf litter containing Bti toxins on the evolution of resistance. Aedes 21 
aegypti larvae were selected with field-collected leaf litter containing Bti toxins in laboratory 22 
conditions and resistance level was monitored along several generations. After 18 generations, 23 
resistance levels of selected and susceptible strains to i) leaf litter containing Bti toxins, ii) 24 
commercial full Bti toxins mixture, and iii) each of the four principal Bti toxins, were compared 25 
in order to evaluate the impact of Bti persistence in the environment on the emergence of 26 
resistance mechanisms. These results are then discussed in the perspective of a massive and long 27 










2 MATERIAL AND METHODS 1 
 2 
2.1 Toxic leaf litter containing Bti toxins 3 
Leaf litter mainly composed of Alnus glutinosa, Populus nigra and Quercus robur 4 
decayed leaves and containing large amount of viable Bacillus thuringiensis var israelensis 5 
spores from previous mosquito control treatments was collected in August 1998 in the French 6 
Rhône-Alpes region (Tilquin et al. 2008). This decayed leaf litter showed an acute toxicity 7 
against mosquito larvae (David et al. 2002). After collection, leaf litter was air dried at 30°C for 8 
24h, powdered on a 0.5 mm mesh, carefully homogenized, and stored at -80°C in sterile vials 9 
until use for mosquito larva selection and bioassays.  10 
 11 
2.2 Mosquito strain selection 12 
The Aedes aegypti laboratory strain Bora-Bora susceptible to all insecticides was used for 13 
selection with toxic leaf-litter (LiTOX strain). Mosquitoes were reared in standard insectary 14 
conditions (27°C, 8h/12h light/dark period, 80% relative humidity). Larvae were reared in tap 15 
water and fed with standard larval food (hay pellet) until selection with toxic leaf litter. At each 16 
generation, 6000 early 4th instar larvae of the LiTOX strain were split into groups of 200 larvae 17 
and exposed to toxic leaf litter in 200 mL of tap water. At each generation, the amount of leaf 18 
litter used for selection (from 10 mg/L to 500 mg/L) was adapted to the LiTOX strain 19 
susceptibility in order to reach 70 % larval mortality after 48h exposure. After selection, 20 
surviving larvae were transferred to tap water, fed with standard larval food and allowed to 21 
emerge as adults, reproduce, blood feed on mice and lay eggs for the next generation. An 22 
average introgression rate of 2.5 % of susceptible Bora-Bora mosquitoes (adult males and 23 
females) at each generation was performed in order to limit bottleneck and genetic drift effects in 24 
the selected strain. The average generation turnover was 45 days and selection was carried out 25 
repeatedly for 18 generations. 26 
 27 
2.3 Bacillus thuringiensis var. israelensis toxins production and purification 28 
Recombinant Bacillus thuringiensis var. israelensis strains transformed with the plasmids 29 
pHT606, pHT618, pHT652, pWF53, and pWF45 producing respectively the toxins Cry4A, 30 
Cry4B, Cry4A+Cry4B, Cry11 and Cyt1A were obtained from the Pasteur Institute, Paris, France 31 
(Delécluse et al. 1993, Poncet et al. 1993) or from Prof. B. Federici (Wu & Federici 1993, Wu et 32 
al. 1994). Toxin suspensions were prepared in 100 mL sporulation medium under 200 rpm 33 





agitation at 30°C for 72 h (Lecadet et al. 1980). Spores and crystal inclusions were then 1 
harvested, washed with a solution of NaCl 1M and EDTA 10mM, washed again with distilled 2 
water and stored at -20°C until use. 3 
To check for the presence of recombinant plasmids and the absence of contaminants, all 4 
recombinant Bacillus thuringiensis var. israelensis strain, sporulation medium culture and final 5 
toxin suspensions were tested by PCR amplification of genes encoding the toxins Cry4A, Cry4B, 6 
Cry11 and Cyt1A. PCR reactions were performed using 0.2 µM of the primers described in 7 
Tilquin et al. (2008), with the following conditions: 95°C for 10 min, 31 cycles of 95°C for 30 s, 8 
50°C for 15 s, 72°C for 45 s. Total genomic DNA was extracted from overnight culture of each 9 
recombinant strains using the DNeasy tissue Kit (Qiagen) following the Gram positive bacteria 10 
protocol. 11 
 12 
2.4 Bioassays 13 
2.4.1 Evolution of resistance to toxic leaf litter 14 
To monitor the evolution of resistance to toxic leaf litter along the selection process, 15 
larval tolerance was monitored from the 10th generation at six different generations for the 16 
LiTOX strain (generation 10, 12, 13, 15, 16 and 18) and at four generations for the susceptible 17 
Bora-Bora strain (generation 10, 12, 16 and 18). Larval tolerance was tested at the diagnostic 18 
dose of 30 mg/L toxic leaf litter using standard bioassay procedure described by the World 19 
Health Organization (WHO, 2005). Bioassays were performed in plastic cups containing 20 20 
calibrated 4th-instar larvae in 50 mL of toxic leaf litter suspension or tap water for negative 21 
controls. All bioassays were performed at least in triplicates. The ‘strain effect’ (LiTOX or 22 
susceptible) and the ‘generation number effect’ (quantitative factor) on larval mortality were 23 
tested using a general linear model (GLM) with quasi-binomial error using R software version 24 
2.5 (R Development Core Team 2005). 25 
 26 
2.4.2 Differential resistance of the LiTOX strain to toxic leaf litter, commercial Bti toxin mixture 27 
and separate Bti toxins 28 
Relative resistance level of the LiTOX strain to commercial Bti mixture (Vectobac WG®, 29 
3500 ITU/mg, International Toxic Units, Abbott Laboratories), toxic leaf litter and each separate 30 
Bti toxin Cry4A, Cry4B, Cry4A+Cry4B, Cry11 and Cyt1A were determined comparatively to 31 
the susceptible strain after 18 generations of selection from standard bioassays (see above). A 32 
minimum of five concentrations producing a mortality rate from 0 % to 100 % after 24h 33 





exposure were used. The lethal dose for 50 % of individuals after 24h exposure (24h-LD50) was 1 
calculated using the Log-Probit module of XLSTAT software (Addinsoft). Resistance ratio (RR) 2 
of the LiTOX strain to each toxic mixture was calculated by dividing the 24h-LD50 value 3 
obtained for the LiTOX strain with the 24h-LD50 value obtained for the Bora-Bora strain. 4 
Confidence intervals (CI) limits of RR at 95% confidence were calculated by dividing the 5 
extreme CI 95% values of 24h-LD50 obtained for the LiTOX strain by those obtained for the 6 
Bora-Bora strain. 7 
 8 
2.4.3 Interaction between leaf litter and Bti toxins 9 
In order to determine the possible interaction between leaf litter components and Bti 10 
toxins on larval mortality, resistance levels of the LiTOX and Bora-Bora strains to Bti toxins 11 
were compared across four different dietary conditions: 1) toxic leaf litter, 2) commercial Bti 12 
mixture, 3) commercial Bti mixture mixed with non-toxic leaf litter and 4) commercial Bti 13 
mixture mixed with standard larval food (hay pellets). Non-toxic leaf litter was collected in a 14 
nearby non-treated breeding site of the Rhône-Alpes region and is composed of similar leaf 15 
particles as toxic leaf litter (identical tree leaves composition and decaying stage). In order to 16 
match conditions experimented by larvae during artificial selection and bioassays with toxic leaf 17 
litter, a concentration of 50 mg/L of additional diet (non-toxic leaf litter or standard larval food) 18 
was added to commercial Bti mixture. Bioassays with each diet type were performed 19 
simultaneously with at least four doses of commercial Bti mixture producing a larval mortality 20 
ranging from 2.5 % to 100 % after 24h exposure. Bioessais were replicated four times. 21 
 22 
2.4.4 Phenotype modification associated with resistance to Bti toxins 23 
Throughout the selection process of the LiTOX strain, we identified a subset 24 
(approximately 25 %) of LiTOX individuals exhibiting an increase of about 5 days in larval 25 
development time in comparison with other LiTOX individuals and the susceptible Bora-Bora 26 
strain. Slow development LiTOX larvae were named LiTOX_S. When performing previous 27 
bioessais, only normal LiTOX individuals were used and compared with the susceptible Bora-28 
Bora strain. In order to evaluate the relation between this phenotypic trait (slow larval 29 
development) and resistance to Bti toxins, larvae of the LiTOX_S and normal LiTOX 30 
phenotypes were bioassayed comparatively to Bora-Bora larvae with the three Cry toxins for 31 
which the LiTOX strain showed significant resistance levels (Cry4A, Cry4B and Cry11A). 32 
Comparative bioassays were performed as described above on 4th-stage larvae of similar body 33 





size (5 days older for LiTOX_S). For each LiTOX phenotype, resistance ratios (RR) and 1 
confidence intervals (CI) at 95% were calculated as described above. 2 
 3 
3 RESULTS 4 
 5 
3.1 Evolution of resistance to leaf litter containing Bti toxins 6 
Larvae selected across successive generations with toxic leaf litter (LiTOX strain) 7 
acquired a significant level of resistance to this Bti toxins-containing material in only few 8 
generations (Figure 1). The larval mortality of the selected strain LiTOX at the diagnostic dose 9 
of 30 mg/L toxic leaf litter decreased from nearly 100 % to 11.7 % after only 18 generations of 10 
selection. Statistical analysis using a general linear model (GLM) revealed significant effects of 11 
the strain (χ2 = 127.026, Df = 1, P < 0.001) and of the generation number (χ2 = 63.382, Df = 5, P 12 
< 0.001) on larval mortality confirming the progressive increase of resistance in the LiTOX 13 
strain. Even after 18 generations of selection, the increase in larval tolerance of the LiTOX strain 14 
to toxic leaf litter had not reached a plateau, suggesting that the selection of resistant allele(s) is 15 
not complete and that higher resistance level can be obtained with further generations of 16 
selection. After 18 generations of selection, the resistance ratio (RR50) of the LiTOX strain to 17 
toxic leaf litter is 3.4-fold higher than the resistance level of the susceptible strain Bora-Bora 18 
(Table 1). 19 
 20 
3.2 Resistance to commercial Bti toxin mixture and to separate Bti toxins 21 
After 18 generations of selection, the LiTOX strain exhibited a small but significant 22 
increased resistance to commercial Bti toxins mixture (Table 1) with RR50 of 2.0-fold. This 23 
resistance level was significantly lower than resistance level measured with toxic leaf litter. The 24 
LiTOX strain was significantly resistant to all Cry toxins tested individually with RR50 of 30.2-25 
fold, 13.7-fold and 6.3-fold for Cry4A, Cry4B and Cry11 respectively. When Cry4A and Cry4B 26 
were tested in mixture, the resistance ratio of the LiTOX strain fell to 6.0-fold and was 27 
significantly lower than the resistance ratio observed for Cry4A, but not significantly lower than 28 
that observed for Cry4B. Finally, a moderate but significant RR50 of 3-fold to Cyt1A was 29 
observed between the LiTOX strain and the susceptible Bora-Bora strain. 30 
 31 
3.3 Impact of dietary particles on Bti resistance 32 





The addition of either larval food or non-toxic leaf litter particles to Bti toxins for 1 
bioassays significantly reduced larval mortality in both strains (Table 2). However, none of the 2 
dietary particles had a significant effect on resistance ratios observed between the LiTOX strain 3 
and the susceptible strain Bora-Bora, indicating an absence of specific effect of leaf litter on 4 
larval tolerance to Bti toxins. Finally, the resistance level of the LiTOX strain to toxic leaf litter 5 
was slightly but significantly higher than for Bti toxins alone and for Bti toxins with additional 6 
diet particles, indicating that the relative amount of each Bti toxins between commercial Bti 7 
mixture and toxic leaf litter might differ. 8 
 9 
 10 
3.4 Impact of the leaf-litter selection on larval development time and resistance to Bti toxins 11 
Resistance levels from LiTOX_S larvae to Cry toxins were compared with resistance 12 
levels obtained from normal LiTOX larvae showing the same development time as Bora-Bora 13 
larvae (Figure 2). Considering 95% confidence intervals of resistance ratios, no significant 14 
difference in resistance to Cry4B and Cry11A were found between the two LiTOX phenotypes. 15 
In contrast, LiTOX_S larvae were significantly less resistant to Cry4A than normal LiTOX 16 
larvae (1.6-fold versus 30.2-fold comparatively to Bora-Bora strain), suggesting that the two 17 
LiTOX phenotypes have different genotypes regarding Cry4A resistance. 18 
 19 
4 DISCUSSION 20 
 21 
4.1 Selection of resistance to Bti toxins 22 
Along our controlled selection process, resistance of Aedes aegypti to Bti Cry toxins 23 
evolved after only few generations of larval selection with toxic leaf litter containing Bti toxins. 24 
The resistant LiTOX strain developed 30.2-fold, 13.7-fold and 6.3-fold resistances to Cry4A, 25 
Cry4B and Cry11 respectively.  26 
The LiTOX strain developed resistance to distant Cry toxins: Cry4 and Cry11 toxins 27 
share less than 45% identity in amino-acid sequences (need ref here). In addition, it developed a 28 
low but significant resistance to Cyt1A toxin. To date, only low resistance to Cyt1A has been 29 
reported even after several generations of selection with Bti and Cyt toxins are often considered 30 
as the key proteins hindering the rapid development of resistance to full Bti mixture (Wirth et al. 31 
1997, Georghiou & Wirth 1997, Wirth et al. 2003). Cyt toxins are able to directly insert in the 32 
midgut epithelium without binding to specific membrane receptors (Promdonkoy & Ellar 2003, 33 





Butko et al. 2003, Manceva et al. 2005). Furthermore, the Cyt1A loop β6-αE domain was 1 
described as a membrane bound receptor to Cry11A, promoting the formation of a pre-pore 2 
oligomeric structure with Cry11A (Perez et al. 2005, Perez et al. 2007). As a result, the binding 3 
of these two toxins together may i) enhance toxicity of Cry11A by providing many more 4 
membrane receptors and ii) reduce resistance linked to modification in the sequence or 5 
abundance of specific Cry11A receptors. Similar binding interactions are suspected between 6 
Cyt1A and Cry4 toxins for which synergetic interactions have been observed (Perez et al. 2005). 7 
Considering these synergistic interactions, it is not surprising to observe higher resistance levels 8 
of the LiTOX strain to separate Cry toxins compared to commercial Bti mixture and toxic leaf 9 
litter, both likely containing Cyt toxins. 10 
 11 
4.2 Interactions between Cry4A and Cry4B  12 
The LiTOX strain exhibited a higher resistance level to Cry4A (30.2 fold) than to Cry4B 13 
(13.7 fold) while its resistance level to Cry4A+Cry4B mixture decreased to 6-fold, suggesting a 14 
synergism between Cry4A and Cry4B toxins. Synergic interactions between these two toxins 15 
have already been observed in Ae. aegypti, Culex pipiens and Anopheles stephensi (Poncet et al. 16 
1995). Here we confirmed that the mixture of the two Cry4 toxins lowers the expression of 17 
resistance of the LiTOX strain comparatively to individual Cry4 toxins.  18 
About a quarter of the selected individuals of the LiTOX strain showed slow larval development 19 
(LiTOX_S) and exhibited resistance to Cry4B, but were not resistant to Cry4A. Several cross-20 
resistance phenotypes to Cry toxins have been observed in insects (Wirth et al. 1998, Griffitts et 21 
al. 2001, Zhao et al. 2001). A single autosomal recessive gene in the Lepidoptera Plutella 22 
xylostella confers resistance to three related Cry1A toxins (Cry1Aa, Cry1Ab, Cry1Ac, Tabashnik 23 
et al. 1997). Cross-resistance between even more distant Cry toxins has been described for the 24 
nematode Caenorhabditis elegans (Cry4B and Cry14A, Griffitts et al. 2001) and the Lepidoptera 25 
Helothis virescens (Cry1A and Cry2A, Gould et al. 1992). No cross-resistance between Cry4A 26 
and Cry4B was observed for LiTOX_S individuals, suggesting that two distinct resistance 27 
mechanisms are involved in the resistance of these individuals to these two toxins. Cross-28 
resistance patterns between Cry toxins are complex and might be linked to the resistance 29 
mechanism implicated. It has been suggested that a single modification in protease activities 30 
could confer cross-resistance to several Cry toxins (Gould et al. 1992, Rukmini et al. 2000). 31 
Conversely, resistance linked to binding sites modifications appears to be more specific, and 32 
cros- resistance is therefore limited to closely related toxins (Tabashnik et al. 1997, Griffitts & 33 





Aorian 2005, Pigott et al. 2007, Abdullah et al. 2006). In this context, the absence of cross-1 
resistance between Cry4A and Cry4B observed in LiTOX_S individuals may indicate that 2 
resistance to these two toxins is rather linked to specific receptor binding than to protease 3 
activities.  4 
In contrast, slow developing LiTOX_S larvae were as resistant to Cry11A as normal 5 
larvae, suggesting that no or limited cross-resistance occurs between Cry11A and Cry4A (Figure 6 
2). Cross-resistance between Cry4 and Cry11 toxins have been described on the mosquito Culex 7 
quinquefasciatus (Wirth et al. 1998). Further experimental work is required to confirm these 8 
results and determine if cross-resistance between Cry4B and Cry11A occurs in the LiTOX strain. 9 
 10 
4.3 Monitoring Bti toxins resistance in natural populations  11 
Resistances to Cry toxins are known to appear rapidly in lepidopteran or dipteran species 12 
when Bt treatments that do not contain Cyt toxins are applied (Ferre & Van Re 2002, Griffit & 13 
Aroian 2005). Here, we show that multiple resistances to Cry toxins in the mosquito Ae. aegypti 14 
can arise rapidly, even in presence of Cyt toxins. In most studies investigating the emergence of 15 
resistance to Bti treatment in laboratory or under field conditions, only resistance to complete Bti 16 
toxins mixture is investigated (Goldman et al. 1986, Georghiou & Wirth 1997, Paul et al. 2005, 17 
Boyer et al. 2007). The resistance ratio to commercial Bti observed in these studies is usually of 18 
the same order of magnitude as the RR50 we observed for the LiTOX strain (2-3-fold resistance, 19 
Goldman et al. 1986, Becker & Ludwig 1993, Zhang et al. 2004), suggesting that much higher 20 
resistance to individual toxins could have actually evolved in the tested populations. Considering 21 
that resistance to Cry toxins might act as a first step to resistance to full Bti toxins mixture, our 22 
results highlight the importance to test each toxin individually for an accurate monitoring of Bti 23 
toxin resistance evolution in field populations.  24 
 25 
4.4 Influence of leaf litter in Bti resistance 26 
In our study, the addition of larval food or leaf litter particles to Bti toxins for bioassays 27 
leads to an increase of LC50, indicating a higher survival rate of larvae in presence of dietary 28 
particles. Similarly, a decrease in Bt efficacy was found in the species Choristoneura fumiferana 29 
when larvae were submitted to a high quality diet rather than to a poor quality diet (Bauce et al. 30 
2002). Indeed, larvae can compensate the lower quality diet by increasing their food 31 
consumption and Bt toxin absorption (Bauce et al. 2002). 32 





Furthermore, no variation in resistance level was observed when larval food or non-toxic 1 
leaf litter were mixed with commercial Bti toxins mixture. Many cases of insect-pathogens 2 
interactions influenced by plant compounds have been described (Cory & Hoover 2006). For 3 
example, previous studies suggested that plant secondary compounds can affect the expression of 4 
resistance to Btk toxins in phytophagous insects (Ludlum et al. 1991, Navon et al. 1993, Janmaat 5 
& Myers 2007). Our results suggest that there is no interaction between the toxicity of Bti toxins 6 
and leaf litter particles. 7 
 8 
4.5 Environmental consequences of Bti persistence 9 
The Aedes aegypti LiTOX strain developed significant resistance to both Cry and Cyt 10 
toxins using field-collected leaf litter containing Bti toxins as selective agent, suggesting that 11 
both Cyt and Cry toxins are persistent in toxic leaf litter. However, the resistance level of the 12 
LiTOX strain to leaf litter was significantly higher than to commercial Bti mixture, suggesting 13 
that the relative amount of each Bti toxins between commercial Bti mixture and toxic leaf litter 14 
may differ. This is not surprising as the degradation of the different Bti toxins is likely to vary 15 
through time. Indeed, toxic leaf litter was collected several months after Bti treatment (David et 16 
al. 2002), a sufficient time for toxins to exhibit differential persistence and degradation. A 17 
modification in toxin proportions could lead to a decrease of their synergistic interactions. 18 
Furthermore, as the synergism between Cyt and Cry toxins is likely to circumvent resistance to 19 
Cry toxins (Georghiou & Wirth 1997, Wirth et al. 2003), a decrease of Cyt toxins in the 20 
environment may lead to the rapid emergence of resistance to Cry toxins. Although the 21 
emergence of multiple resistance mechanisms (i.e. several independent resistance mechanisms to 22 
different toxins) is considered likely to be delayed because all toxins are spread together (Wirth 23 
et al. 1997, 2003, Zhao et al. 2003), the differential persistence of particular Bti toxins may favor 24 
the sequential selection of resistance to Bti toxins. 25 
In this context it appears of primary importance to determine i) the rate of occurrence of 26 
Bti persistence and proliferation in mosquito breeding sites, ii) the particular biotic and abiotic 27 
conditions that allowed these events and iii) if such events are specific to the arborescent Rhône-28 
Alpine sites or can potentially occur in other types of mosquito breeding sites. Monitoring spatial 29 
and temporal variations of the quantity of Bti bacteria and its toxins in the environment together 30 
with resistance levels of mosquito populations will provide precious data to explain how 31 
resistance to this bacterial insecticide may emerge and evolve in natural conditions. 32 
 33 
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FIGURE LEGENDS 1 
 2 
Figure 1: Evolution of mortality rate to toxic leaf litters during the selection of the LiTOX 3 
strain. 4 
 5 
Figure 2: Resistance ratio to the three Cry toxin of LiTOX normal and LiTOX_S larvae. 6 
No significant difference between the two groups of larvae was considered when the confidence 7 








TABLES AND FIGURES 1 
Table 1 : Lethal concentrations and resistance ratio of the liTOX strain to toxic leaf litter, commercial Bti and Bti toxins. 2 
 LC50  LC95 
 susceptible LiTOX resistance ratio  susceptible LiTOX resistance ratio 
        
toxic leaf litter 14.843 49.885 3.4  34.296 103.215 2.6 
 (13.726 - 16.008) (46.381 - 53.770) (2.9 - 3.9)  (30.305 - 40.217) (91.386 - 120.780) (2.0 - 3.6) 
        
Bti 0.112 0.228 2.0  0.238 0.620 3.0 
 (0.103 - 0.120) (0.211 - 0.247) (1.8 - 2.3)  (0.216 - 0.270) (0.527 - 0.770)  
        
Cry4A 57.321 1731.930 30.2  1469.415 88395.513 60.2 
 (41.598 - 82.933) (1039.297 - 3688.640) (12.5 - 88.7)  (745.292 - 3830.303) (26 187.236 - 674515.394) (6.8 - 905.0) 
        
Cry4B 4.390 60.026 13.7  604.494 2394.329 4.0 
 (2.700 - 6.675) (42.830 - 83.733) (6.4 - 31.0)  (270.061 - 1956.160) (1253.467 - 5952.306) (0.6 - 22.0) 
        
Cry4A+B 1.373 8.279 6.0  12.282 209.302 17.0 
 (1.111 - 1.657) (6.445 - 10.607) (3.9 - 9.5)  (8.704 - 19.922) (12.313 - 407.564) (6.4 - 46.8) 
        
Cry11 8.791 55.181 6.3  56.739 422.197 7.4 
 (7.309 - 11.078) (48.295 - 63.866) (4.4 - 8.7)  (36.297 - 112.046) (308.047 - 636.390) (2.7 - 17.5) 
        
Cyt1A 118.068 359.652 3.0  573.497 2454.405 4.3 
 (100.842 - 136.485) (305.818 - 419.051) (2.2 - 4.2)  (449.013 - 798.541) (1803.244 - 3772.118) (2.3 - 8.4) 




Table 2: Dietary particles effects on lethal concentrations and resistance ratio of the LiTOX strain. 1 
 LC50  LC95 
  susceptible LiTOX resistance ratio   susceptible LiTOX resistance ratio
       
toxic leaf litter 7.97 28.10 3.5 15.96 64.69 4.1 
 (7.28 - 8.64) (25.51 - 30.69) (3 - 4.2) (14.27 - 18.5) (56.19 - 77.33) (1.7 - 2.4) 
       
Bti 0.10 0.20 2 0.32 0.58 1.8 
 (0.09 - 0.11) (0.19 - 0.22) (1.7 - 2.4) (0.26 - 0.41) (0.49 - 0.72) (3 - 4.2) 
       
Bti + non toxic litter 0.13 0.30 2.3 0.38 0.58 1.5 
 (0.12 - 0.15) (0.28 - 0.33) (1.9 - 2.8) (0.32 - 0.48) (0.50 - 0.72) (1.9 - 2.8) 
       
Bti + larval food 0.11 0.26 2.4 0.25 0.45 1.8 
 (0.11 - 0.12) (0.24 - 0.28) (2 - 2.5) (0.22 - 0.29) (0.41 - 0.52) (2 - 2.5) 
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Chapitre 3- Recherche des bases moléculaires de la résistance aux 
toxines du Bti  
 
I- Scan génomique à l’aide de marqueurs AFLP  
Une approche par scan génomique a été choisie afin de rechercher les gènes impliqués 
dans la résistance aux toxines de Bti chez la souche d’Aedes aegypti LiTOX. Cette approche 
consiste à cribler le génome du moustique avec un grand nombre de marqueurs moléculaires 
d’individus provenant des souches résistante et sensible, et de détecter les marqueurs 
présentant une forte différenciation génétique entre les deux souches.  
 
I.1- Génotypage des marqueurs AFLP 
Afin d’obtenir de l’ADN de bonne qualité, l’ADN génomique a été extrait à partir de 
larves vivantes. Avant l’extraction, le tube digestif de chaque larve a été disséqué et retiré afin 
d’éviter les contaminations par de l’ADN issu de la nourriture ou des bactéries contenues dans 
le tube digestif. L’extraction a été effectuée avec un Kit commercial (DNeasy tissue Kit, 
Qiagen) et la concentration d’ADN a été mesurée par microspectrophotométrie à 260nm pour 
chaque échantillon avec le NanoDrop ND-1000 (NanoDrop Technologies). Chaque 
échantillon a ensuite été dilué afin d’obtenir une concentration homogène de 50 ng/µl.  
Le génotypage AFLP a été effectué à partir de 150ng d’ADN. Le protocole standard 
AFLP de digestion/ligation initialement décrit par Vos et al. (1995) n’a pas permis d’obtenir 
des profils de bonne qualité chez les moustiques. J’ai donc mis en place un protocole mieux 
adapté, en séparant les deux étapes de digestion et la ligation. Brièvement, il implique une 
première étape de digestion de 2.5 h avec 2U de l’enzyme MseI, puis une deuxième étape de 
digestion de 2.5 h avec 5U de l’enzyme EcoRI, et enfin une étape de ligation de 2.5 h avec 1U 
de l’enzyme T4 DNA ligase. Les fragments de restrictions sont ensuite amplifiés par une PCR 
pré-sélective (avec 1 base sélective par amorce), puis par une PCR sélective en utilisant trois 
bases sélectives par amorce. Pour plus de détails, le protocole AFLP modifié est décrit dans 
l’article n°7 (chapitre 5 de cette thèse). Les produits des PCR sélectives ont ensuite été 
séparés par électrophorèse par un séquenceur à capillaire ABI 3130 (Applied Biosystems). 
Les profils AFLP ont été analysés grâce au logiciel GeneMapper V3.7 software (Applied 
Biosystems). Au total, 432 marqueurs polymorphes compris entre 50 et 500 pb ont été codés 






en une matrice de présence/absence (0/1) pour 23 individus de la souche sensible et 26 
individus de la souche résistante LiTOX. La répétabilité de l’ensemble du génotypage AFLP a 
été estimée à 97.3 % grâce à la répétition de 10 individus choisis aléatoirement comme 
recommandé par Bonin et al. (2004).  
 
I.2- Différenciation génétique entre les deux souches analysées 
La différenciation génétique entre les deux souches a été estimée avec le logiciel AFLP-
SURV (Vekemans 2002) par le FST de Weir & Cockerham (1984), avec un intervalle de 
confiance à 95 % obtenu grâce à 1000 bootstraps. Après 18 générations, les deux souches 
présentent une différenciation génétique relativement forte : FST = 0.1140 (CI 95% = 
0.1051 - 0.1256). Le pourcentage de loci polymorphes est beaucoup plus faible chez la souche 
LiTOX (67.7 %) que chez la souche sensible (93.1 %), indiquant une diminution de la 
diversité génétique chez la souche LiTOX.  
 
Tableau n°1 : Scénario démographique de la souche LiTOX. Une introgression moyenne de 2.5 % 
d’individus sensibles par génération été réalisée. *A cause de la forte baisse démographique observée 




















Génération Sélection Effectif de la population 
0 (Souche sensible) Oui 6000 
1 Oui 300 
2 Oui 300 
3 Oui 300 
4 Oui 300 
5 Oui 300 
6 Oui 300 
7 Oui 300 
8 Oui 300 
9 Oui 300 
10 Non* 25 
11 Non* 1000 
12 Oui 1000 
13 Oui 1000 
14 Oui 1000 
15 Oui 1000 
16 Oui 1000 
17 Oui 1000 
18 Oui 1000 
19 Oui 1000 
20 Oui 2000 






Cette faible variabilité génétique peut avoir plusieurs origines :  
• les goulots d’étranglement dus à la sélection et la réduction du nombre d’adultes 
reproducteurs par rapport à la souche sensible, augmentant les effets de dérive 
génétique (tableau n°1) 
• la sélection de certains allèles d’intérêt contribue à diminuer leur diversité  
• la baisse de diversité dans les régions génomiques liées aux gènes sous sélection par 
effet ‘autostop’. 
 
Une analyse en coordonnées principales (PCoA) a été effectuée a partir des données 
AFLP afin de visualiser en deux dimensions la diversité et la différenciation génétique entre 
les souches (figure 1). Tout d’abord, les individus de la souche LiTOX sont très regroupés par 
rapport aux individus de la souche sensible, ce qui reflète une plus faible variabilité génétique. 
Au-delà de cette baisse de diversité attendue, les deux nuages de points sont clairement 
distincts, ce qui suggère que la diversité génétique de la souche LiTOX n’est pas simplement 
un sous-ensemble de la diversité génétique initiale. Ce résultat indique que la sélection avec 
les toxines du Bti n’a pas sélectionné seulement des allèles particuliers chez la souche LiTOX, 
mais surtout de nouvelles combinaisons alléliques non présentes chez la souche d’origine. 
 
Litox-24 








































Figure 1 : PCoA représentant les individus de la souche sensibles (en bleu) et de la souche LiTOX (en 
rouge). Les deux premiers axes représentent 14% de la diversité génétique. 
 






I.3- Détection des loci AFLP outliers 
Afin de détecter les marqueurs AFLP présentant une signature de sélection (marqueurs 
outliers), deux méthodes ont été utilisées : la méthode de Beaumont & Nichols (1996) 
implémentée dans le logiciel Dfdist et la méthode de Foll & Gaggiotti (2008) implémentée 
dans le logiciel BayeScan. Dix huit marqueurs outliers ont été détectés en dehors de 
l’intervalle à 95% et 5 à 99% avec Dfdist (figure n°2), dont 6 ont également été détectés avec 
une probabilité supérieure à 95% avec BayeScan.  
 
Figure 2 : Représentation graphique de l’analyse effectuée avec Dfdist. Les valeurs de FST de chacun 
des marqueurs sont indiquées par rapport à la valeur estimée de leur hétérozygotie. Les enveloppes de 
neutralité à 95 et 99% sont également représentées. Les marqueurs outliers sont indiqués par des 
points rouges. Les six marqueurs également détectés à 95 % par le logiciel BayeScan sont entourés en 
rouge. 
 
I.4- Séquençage des loci outliers 
Les AFLP ont l’inconvénient de produire lors de la même réaction plusieurs dizaines 
de marqueurs anonymes, ne permettant pas leur séquençage individuel de façon classique. Or 
le séquençage des marqueurs outliers est une étape primordiale afin de détecter les régions du 
génome potentiellement impliquées dans la résistance. La stratégie a été d’utiliser les 
nouvelles technologies de séquençage haut débit qui permettent d’obtenir de très nombreuses 






séquences à partir d’ADN en mélange. Le séquençage par la méthode 454 Life Science 
développé par Roche apparait le mieux adapté pour le séquençage des AFLP car il produit des 
centaines de milliers de séquences de plusieurs centaines de pb par « run ».  
 
I.4.1- Validation de la méthode 
Une étape de validation du séquençage des profils AFLP par cette méthode a tout 
d’abord été nécessaire. Pour cela j’ai utilisé l’espèce modèle Arabidopsis thaliana dont le 
génome est entièrement séquencé et assemblé. Cette espèce offre surtout l’avantage d’être 
autogame et de présenter une séquence d’ADN identique chez tous les individus d’un même 
écotype. Il est donc facile de se procurer un individu de l’écotype Columbia possédant le 
même génome que celui disponible dans les bases de données. L’objectif a été de comparer 
les profils AFLP obtenus expérimentalement 1/ de façon classique et 2/ en utilisant le 
séquençage haut débit avec les profils AFLP attendus chez cette espèce. Pour cela, le logiciel 
ISIF (In Silico Fingerprinting) permettant d’obtenir des profils AFLP in silico a été 
développé (article 3 : Paris et al., accepté). Ce logiciel, disponible sur le site internet du LECA 
(http://www-leca.ujf-grenoble.fr/logiciels.htm), permet d’obtenir la séquence, la taille et la 
position sur le génome des fragments AFLP susceptibles d’être obtenus avec un couple 
d’amorces donné. Le couple d’amorce EcoRI+ATG/MseI+ATG a été choisi parmi une 
centaine de couples d’amorces testés car il produit un nombre restreint de fragment AFLP (20 
fragments) relativement bien répartis entre 50 et 400 pb.  
Un profil AFLP a été obtenu de façon classique pour ce couple d’amorce en suivant le 
protocole décrit précédemment. En parallèle, un produit de PCR sélective a été obtenu avec le 
même couple d’amorce et séquencé avec le 454 Life Science en suivant le protocole GS 20 
(Roche Applied Science). Environ 6000 séquences ont été obtenues pour cet échantillon et 
analysées.  
 
I.4.2- Analyse des données de séquençage 
Une étape de multiplexage des individus a été indispensable pour notre étude car la 
technologie 454 permet d’obtenir plusieurs centaines de milliers de séquences au total, alors 
que seulement quelques milliers sont nécessaires pour analyser le profil AFLP d’un individu. 
Afin de différencier les individus, les amorces de PCR sélective ont été prolongées en 5’ par 
un motif de 4 nucléotides (tag). L’ajout de tags individu-spécifiques permet de mélanger les 
individus en 1 seul run 454 et d’identifier a posteriori leurs séquences. 






Tri des séquences par amorces et par tags
= assignement des séquences aux individus
identification des sequences strictement identiques
Regroupement des séquences similaires
(1 cluster = 1 fragment AFLP)
Vérification de la qualité des clusters 
(taille et alignement)
Reconstitution des “profils AFLP 454”
à partir des clusters
Comparaison des “profils 454” aux profils classiques















Sélection des séquences répétées plusieurs fois
 
Figure 3 : Méthode de tri et d’analyse des séquences obtenues avec le séquençage 454. 
 
L’analyse des milliers de séquences obtenues grâce au pyroséquençage 454 a été 
effectuée principalement grâce à des scripts python développés au laboratoire par Eric 






Coissac pour l’analyse de larges fichiers de séquences (disponible gratuitement à 
http://www.grenoble.prabi.fr/trac/OBITools) ou grâce à des scripts R (figure 3).  
Les séquences sont tout d’abord triées par amorces et par tags et assignées aux 
individus auxquelles elles correspondent. Les fichiers commençant par l’amorce MseI sont 
ensuite reverse-complémentés afin que toutes les séquences commencent par l’amorce EcoRI. 
Les séquences strictement identiques sont ensuite détectées ; parmi elles, une seule est gardée 
et le nombre total de séquences identiques est enregistré dans ses attributs. Cette étape permet 
d’une part de réduire considérablement le nombre de séquences à analyser par la suite, et 
d’autre part d’obtenir la fréquence de chacune des séquences. 
 
Analyser directement les séquences identiques générées par le pyroséquençage 454 
n’est pas possible, car les erreurs de séquençage produisent de nombreux variants pour 
chaque fragment AFLP. De plus, lorsque l’on travaille avec des individus diploïdes, 
l’hétérozygotie peut créer des séquences différentes pour un même fragment AFLP chez un 
même individu. Par exemple la figure n°4 présente 19 variants obtenus pour un fragment de 
98 pb chez un individu l’espèce Ae. aegypti. Le nombre de répétition de chaque séquence est 
indiqué à leur gauche. Les deux premières séquences sont majoritaires et correspondent à 
deux allèles. Ensuite, les variations dans les séquences suivantes peuvent être dues soit à des 
erreurs de séquençage, soit à l’obtention de séquences incomplètes (figure 4). Globalement, 
les séquences présentant des erreurs de séquençage sont minoritaires dans les jeux de données 
et sont le plus souvent répétées une seule fois. Retirer des jeux de données les séquences très 




amorce polymorphisme erreurs de séquençage Séquencesincomplètes  
Figure 4 : Nombre et séquences de 19 variants obtenus pour un même fragment AFLP (visualisation 
avec le logiciel BioEdit). 






Les séquences sont ensuite regroupées en clusters grâce au logiciel Phrap. Chaque 
cluster comprend les différents variants pour un fragment AFLP donné. Ce logiciel produit 
des fichiers regroupant toutes les séquences par clusters, ainsi qu’un fichier global regroupant 
les séquences consensus de chacun des clusters identifiés. Cependant, ce logiciel ne détecte 
pas les insertions comme des erreurs de séquençage et les inclut dans les séquences 
consensus, biaisant ainsi leur taille. Or, une bonne précision de la taille des séquences obtenue 
est indispensable pour pouvoir relier les clusters obtenus avec les pics des fragments AFLP 
observés par électrophorèse. Pour obtenir des séquences consensus et mesurer la taille des 
clusters de façon non biaisée, des scripts R sont ensuite utilisés pour chacun des clusters. 
Enfin les profils « AFLP 454 » sont créés à partir des séquences consensus des clusters 
obtenus (nombre de séquences et taille, figure 5).  
 
 
Figure 5 : Comparaison des profils AFLP obtenus chez l’espèce modèle Arabidopsis thaliana pour les 
couple d’amorce EcoRI+ATG/MseI+ATG avec 3 méthodes : in silico, après électrophorèse à 
capillaire et après pyroséquençage 454.  
 
In silico AFLP
Profil AFLP séquenceur à capillaires ABI
Profil AFLP 454



























 Nos résultats ont montré une très bonne concordance entre les profils obtenus avec 
les 3 méthodes utilisées (figure 5). De plus, les séquences obtenues avec le séquençage haut 
débit correspondent parfaitement aux séquences attendues produites in silico. Ces résultats 
indiquent : 
• que la méthode d’AFLP classique est fiable,  
• que le séquençage haut débit, grâce au 454 Life Science, permet d’obtenir de façon 
fiable les données de séquences des fragments de restriction AFLP, 
• que l’intensité des pics AFLP semble corrélée au nombre de séquences 
correspondantes obtenues au 454. Obtenir un nombre de séquences élevé pour des pics 
de faible intensité sera donc plus difficile ; c’est principalement le cas pour les pics de 
grande taille en pb. 
• que la taille des pics AFLP mesurée par électrophorèse capillaire ne correspond pas à 
la taille réelle des séquences et est souvent biaisées de plus ou moins 3 pb.  
Cette méthode a également été testée avec succès sur des espèces non-modèles de plantes 
(Arabis alpina), d’insectes (Aedes rusticus) et de mammifères (Ursus arctos, Ursus 
maritimus).  
 
I.4.3- Séquençage des loci outliers identifiés chez la souche résistante LiTOX 
Les produits de PCR sélective ont été séquencés pour 18 individus afin d’obtenir les 
séquences des loci AFLP outliers identifiés entre la souche sensible et la souche LiTOX d’Ae. 
aegypti. La stratégie a été de choisir pour chacun des outliers deux individus le possédant et 
deux individus ne le possédant. Les produits de PCR ont été purifiés avec le Kit « MinElute 
PCR purification » (Qiagen). L’ADN a ensuite été quantifié grâce au BioAnalyser (Agilent), 
puis mélangé afin d’obtenir environ 4000 séquences par individu.  
 
Une moyenne d’environ 4000 séquences a été obtenue pour chacun des 18 individus 
séquencés. La méthode d’analyse décrite précédemment été appliquée pour obtenir les profils 
« AFLP 454 » de chacun des individus. La figure n°6 représente comment une comparaison 
entre les profils obtenus par électrophorèse et les profils obtenus grâce aux séquences issues 
du pyroséquençage 454 permet d’assigner une séquence à chacun des pics AFLP outliers. 
Dans le cas présenté, les quatre individus choisis permettent d’obtenir des profils contrastés 
pour 3 des 18 loci outliers (les marqueurs 393, 399 et 400 indiqués en bleu). La 
correspondance entre les profils est relativement bonne malgré la grande taille des fragments 






séquencés (270-300 pb). Cette méthode a permis d’obtenir la séquence des 5 outliers détectés 
à 99% avec Dfdist et de 3 outliers sur les 13 détectés entre 95% et 99%.  











































Figure 6 : Identification des séquences de 3 outliers par comparaison entre les profils AFLP obtenus 
par électrophorèse avec ceux obtenus par pyroséquençage 454. 
 
Cette méthode atteint néanmoins ses limites lorsqu’il s’agit d’assigner une séquence à 
des outliers de grande taille (>300 bp), ou au contraire de petite taille (70-150 bp). En effet, 
au moment de ces analyses, le 454 permettait d’obtenir des séquences de 200-240 pb au 
maximum. En analysant les séquences incomplètes commençant par chacune des deux 
amorces, on peut espérer reconstituer des séquences complètes d’environ 400 pb au 
maximum. Ainsi, pour certains outliers de grande taille, nous n’avons pas pu obtenir les 
séquences avec cette méthode. C’est le cas par exemple des outliers 333 ou 238 qui font 
respectivement 420 et 469 pb. De plus, en raison de biais de PCR, les fragments de grande 
taille sont moins facilement amplifiés et sont représentés par très peu de séquences dans les 
jeux de données issues du pyroséquençage 454. Les évolutions récentes de cette technique de 
pyroséquençage permettent aujourd’hui d’obtenir des séquences de plus de 400 pb et de 
pallier à ce problème.  
 






En ce qui concerne les outliers de petite taille, les pics générés par AFLP sont 
distribués de façon non-homogène, avec une forte concentration de pics de taille comprise 
entre 50 et 150 pb. Ces pics de petite taille sont souvent homoplasiques, c'est-à-dire qu’ils 
sont constitués de plusieurs séquences différentes qui co-migrent car elles sont de même 
taille. Pour certains outliers de petite taille, plusieurs séquences potentielles sont identifiées. 
De plus, la taille des pics AFLP mesurée par électrophorèse ne correspond pas toujours à la 
taille réelle des séquences des fragments AFLP. C’est le cas par exemple de l’outlier 19 de 
111 pb, pour lequel 3 séquences différentes d’ADN de tailles proches peuvent être identifiées. 
Pour ces loci outliers, utiliser la méthode de réduction des profils AFLP décrite en 
introduction permettra de déterminer les 6 premiers nucléotides de la séquence de chaque pic 
et de leur attribuer ainsi la bonne séquence. La méthode de réduction des profils AFLP sera 
également utilisée afin de valider chacune des séquences outliers obtenues par le 
pyroséquençage 454. Une bonne validation de ces séquences est très importante car ce sont 
elles qui vont permettre de détecter les régions sous sélection et les gènes candidats à étudier 
par la suite. Des erreurs à ce stade seraient donc très coûteuses en temps et en argent pour la 
suite du projet. Cette méthode a déjà permis la validation de la séquence du marqueur outlier 
n°94.  
 
I.5- Localisation des loci outliers et recherche de gènes candidats à proximité 
Une fois les séquences des loci outliers identifiées, elles ont été comparées au génome 
séquencé d’Ae. aegypti grâce au site internet « VectorBase » 
(http://www.vectorbase.org/index.php) regroupant les bases de données de cinq insectes 
vecteurs de maladies. A l’heure actuelle, le génome d’Ae. aegypti de la souche Liverpool est 
entièrement séquencé et assemblé en 4758 supercontigs, cependant, l’assemblage complet 
n’est encore disponible. Sept des 8 loci outliers ont pu être localisés de façon précise sur le 
génome d’Ae. aegypti, chacun sur un supercontig différent (tableau 2). Tous sont localisés 
dans des régions annotées comme non-codantes du génome. L’outlier n° 19 correspond à une 
séquence répétée de nombreuses fois dans le génome et n’a donc pas pu être localisé. Le fait 
que les loci outliers ne soient pas regroupés sur les mêmes supercontigs, indique que des 
traces de sélection sont détectables dans de nombreuses régions du génome. Ce résultat 
n’est pas étonnant vu la complexité des mécanismes impliqués dans la résistance au Bti. 
Ainsi, la résistance a vraisemblablement une origine multigénique. 
 






Chez Ae. aegypti, 15 988 gènes sont annotés et répartis sur seulement 1651 
supercontigs, et le nombre de gène dans ces supercontigs est très variable : de 175 gènes 
maximum pour le supercontig 1.102 à un seul gène pour environ un quart des supercontigs. 
Malheureusement, la fonction de la moitié de ces gènes reste encore inconnue, ce qui ne 
facilite pas la caractérisation des gènes candidats impliqués dans la résistance au Bti. Pour ce 
travail, j’ai considéré comme gènes candidats :  
• les familles de récepteurs décrits dans la résistance aux toxines Cry dans la 
littérature, 
• les sérines protéases (comprenant les trypsines et les chymotrypsines) 
impliquées dans l’activation ou la dégradation des toxines Cry, ainsi que leurs 
inhibiteurs,  
• les gènes du système immunitaires connus pour conferer de la résistance au Bt,  
• les actines qui peuvent également être impliquées dans la fixation des toxines 
Cry.  
Un total de 300 gènes candidats a été identifié dans le génome annoté d’Ae.aegypti de cette 
manière (Tableau2). 
      
Mécanismes de résistance Familles de gènes Nombre de gènes annotés 
Récepteurs membranaires cadhérines 17 
 aminopeptidases 19 
 alkalines phosphatases 14 
 galactosidases 5 
 glycosyl transférases   
 (voie de biosynthèse des récepteurs) 13 
   
Protéases trypsines 82 
 chymotrypsines 6 
 sérines proteases 87 
 sérines proteases inhibiteurs 23 
   
Système immunitaire mitogen-activated proteines kinases  5 
   
Autre actines 29 
Total 11 300 










Parmi les 7 outliers localisés sur le génome d’Ae. aegypti, 3 se trouvent à proximité de 
gènes codant pour des protéases, 1 se trouve sur le même supercontig que quatre Beta-
galactosidases décrites comme récepteurs des toxines Cry chez les nématodes (Griffitts et al. 






dans le supercontig  Protéases  Récepteurs  Détoxication 
94  1.123  43  1  4    
99  1.75  10          
394  1.174  30        3 
400  1.838  2          
110  1.212  9  2       
63  1.759  7  1       
401  1.5  8          
 
Tableau 2 : Localisation des loci outliers AFLP sur les supercontigs constituant le génome d’Ae. 
aegypti et gènes candidats détectés dans ces supercontigs. 
 
Une analyse plus précise de ces gènes est donc envisagée : 1/ en recherchant des traces 
de sélection dans leur séquence, 2/ en recherchant des mutations diagnostiques entre les 
souches sensible et résistante et 3/ en comparant l’expression de ces gènes entre les deux 
souches. 
 
I.2- Contribution sous forme d’article 
 
Article 3: PARIS M, BONNES B, FICETOLA GF, PONCET B, DESPRES L. Amplified fragment 




















Chapitre 3 - Article 3  
 
 
Amplified fragment length homoplasy: in silico analysis for model and non-
model species. 
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Open AccessM E T H O D O L O G Y  A R T I C L EMethodology articleAmplified fragment length homoplasy: in silico 
analysis for model and non-model species
Margot Paris*, Benjamin Bonnes, Gentile Francesco Ficetola, Bénédicte N Poncet and Laurence Després
Abstract
Background: AFLP markers are widely used in evolutionary genetics and ecology. However the frequent occurrence of 
non-homologous co-migrating fragments (homoplasy) both at the intra- and inter-individual levels in AFLP data sets is 
known to skew key parameters in population genetics. Geneticists can take advantage of the growing number of full 
genome sequences available for model species to study AFLP homoplasy and to predict it in non-model species.
Results: In this study we performed in silico AFLPs on the complete genome of three model species to predict intra-
individual homoplasy in a prokaryote (Bacillus thuringiensis ser. konkukian), a plant (Arabidopsis thaliana) and an animal 
(Aedes aegypti). In addition, we compared in silico AFLPs to empirical data obtained from three related non-model 
species (Bacillus thuringiensis ser. israelensis, Arabis alpina and Aedes rusticus). Our results show that homoplasy rate 
sharply increases with the number of peaks per profile. However, for a given number of peaks per profile, genome size 
or taxonomical range had no effect on homoplasy. Furthermore, the number of co-migrating fragments in a single 
peak was dependent on the genome richness in repetitive sequences: we found up to 582 co-migrating fragments in 
Ae. aegypti. Finally, we show that in silico AFLPs can help to accurately predict AFLP profiles in related non-model 
species.
Conclusions: These predictions can be used to tackle current issues in the planning of AFLP studies by limiting 
homoplasy rate and population genetic estimation bias. ISIF (In SIlico Fingerprinting) program is freely available at 
http://www-leca.ujf-grenoble.fr/logiciels.htm.
Background
Many key questions in evolutionary genetics and ecology
cannot be addressed solely using model species, and until
recently, the genomic study of non-model species (ecog-
enomics [1,2]) was limited by the lack of genomic infor-
mation available. However, the taxonomical range of
model species for which whole genome sequences are
readily available in databases is already wide and is rap-
idly expanding. The genomic resources already available
can constitute a key tool for molecular ecologists, to opti-
mize experimental design and decrypt the genetics of
related non-model species [3,4]. Amplified Fragment
Length Polymorphism (AFLP) [5] is one of the most
extensively used DNA fingerprinting methods and has
many applications on model and non-model species, such
as inferring genetic structure, genetic diversity, demogra-
phy, phylogeny, genotyping, gene mapping or genome
scan analyses [6-11]. Genomic DNA is digested into
thousands of fragments using restriction enzymes. A sub-
set of the genomic restriction fragments is PCR amplified
using primers with 1 - 4 selective bases each, thereby
reducing the number of fragments on the profile. The
fragments are separated lengthwise using electrophore-
sis, and discrete peaks can be visualized on a typical
AFLP profile. Each discrete peak position is scored, i.e.
characterized as a biallelic locus (coded 0/1) in a 50 - 500
bp range [11]. This technique is based on the assumption
that co-migrating fragments of the same length are
homologous and come from the same chromosomal
region. In practice, this assumption is not systematically
tested [12].
The quality of the AFLP result (i.e. the profile) is deter-
mined by several factors, including the number of peaks
detected and their length distribution. The AFLP method
usually produces 40 - 200 peaks per profile [7]. A large
number of peaks in a profile increases the probability of
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Page 2 of 13detecting genetic polymorphism, but also the probability
of poorly separated unscorable peaks and homoplasy.
Homoplasy occurs when non-identical fragments origi-
nating from different loci in the genome co-migrate [12].
Peak homoplasy can arise through two major processes
in AFLP data sets. First, at the individual level, an AFLP
peak can contain several non-identical co-migrating frag-
ments which co-migrate by chance, or because they share
similar sequences but not the same location in the
genome (repeated DNA). These fragments with high sim-
ilarity could be orthologous or paralogous copies of
genes, pseudogenes, transposable elements, or repetitive
sequences with unknown functions [13]. Second, at the
inter-individual level, AFLP peaks of the same length in
two different profiles are not necessarily homologous [13-
15]. Additionally, homoplasy between individuals can be
increased artificially during the scoring. This "technical
homoplasy" has recently been described by Arrigo et al.
[16] which recommended AFLP scoring procedures min-
imizing this bias. Caballero et al. [17] recently used a the-
oretical approach to estimate biases due to co-migrating
fragments in population genetic analyses based on AFLP
data. They found that inter-individual homoplasy causes
overestimation of allele frequencies, underestimation of
the degree of differentiation between subpopulations and
reduces the performance of genomic scan when detecting
loci under selection. Furthermore, intra-individual
homoplasy can also affect the estimation of genetic esti-
mators [18,19]. Evaluating and limiting homoplasy in data
sets used for population genetic inference and genome
scan analysis is therefore of primary importance.
Few studies have attempted to estimate the proportion
of co-migrating AFLP fragments in a profile or between
individuals either directly by sequencing peaks [15,20-
23], or indirectly by comparing AFLP patterns resulting
from several runs of selective amplification using primers
with an additional nucleotide [14,24], by modeling the
fragments' length distribution [12,25] or by performing in
silico AFLP [13,26]. These studies established that
homoplasy is frequent in most AFLP data sets and is
higher in short peaks or when many AFLP peaks are gen-
erated. In the rare studies evaluating the proportion of
co-migrating fragments, homoplasy ranged from 4% in
individuals up to 100% across species from distantly
related taxa.
At the individual level, the number of peaks and the
clarity of the profiles are strongly dependent on the selec-
tion of restriction enzymes and on the number and the
sequence of selective bases. For most studies on plant and
animal genomes, the restriction enzyme combination
EcoRI/MseI and three selective bases for each primer are
used [7,27]. For larger or polyploid genomes, a two-step
amplification procedure using 4 selective bases is recom-
mended [28,29]. On the other hand, for small bacterial
and fungal genomes, a single amplification with one or
two selective nucleotides is sufficient [30,31]. Moreover,
the nucleotide composition of the selective bases influ-
ences the number of amplified fragments and their length
distribution [26,32] thereby affecting homoplasy. For
example, the use of A/T selective bases results in an over-
representation of shorter fragments in Arabidopsis thali-
ana [26].
Although all these factors have an important influence
on the AFLP profiles, it is difficult to foresee which com-
binations of enzymes and selective bases will be the most
informative for the AFLP study of non-model species.
The most commonly used method is to first test a large
amount of primer combinations on a sub-sample of rep-
resentative individuals before performing the whole pop-
ulation analysis using a few selected primer
combinations, but this process can be time consuming
and expensive. Another approach is the use of bioinfor-
matics, to take advantage of the exponentially growing
number of full genome sequences available, for example
by performing in silico AFLPs [33-35].
In silico AFLPs simulate the AFLP experimental process
on a full sequenced genome and provides the length of
the virtual fragments, their sequences and their positions
along the genome at no cost. In this study, we first vali-
dated this approach by showing the consistency between
in silico and experimental AFLPs on the model species
Arabidopsis thaliana. We also examined whether the flu-
orescence intensity of peaks was a reliable predictor of
homoplasy. Then, in silico AFLPs were performed on
three model species genomes covering wide taxonomical
and genome size ranges, including a prokaryote (Bacillus
thuringiensis ser. konkukian, 5.2 Mb), a plant (Arabidopsis
thaliana, 120 Mb) and an animal genome (Aedes aegypti,
1,310 Mb). This made it possible to compare the profile
quality (number of peaks generated and proportion of
non-homologous co-migrating fragments per profile) in
genomes which widely differ in size and in the abundance
of repetitive sequences [36-38], but comparable for their
GC content (35.4%, 36% and 38.2% respectively). We first
examined the effect of genome features such as size and
repeated elements prevalence and AFLP parameters
(number of selective bases, GC content) on homoplasy at
the intra-individual level (i.e. co-migrating fragments
within a peak). We then looked at the effect of these
parameters on the number of peaks generated and peak
length distribution. As most AFLP studies are used on
non-model species, we finally asked to what extent
knowledge of the profiles obtained in silico for model spe-
cies can help to predict the quality of the profiles
obtained empirically on non-model related species. To
answer this question, we compared the in silico AFLP
results obtained in the three model species with the
experimental AFLP profiles obtained in three related,
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Page 3 of 13non-model species (Bacillus thuringiensis ser. israelensis,
Arabis alpina and Aedes rusticus).
Results
The ISIF procedure: description and validation on model 
species
The user friendly program ISIF allows carrying out in sil-
ico AFLPs on species for which whole genome sequences
are available. ISIF is freely available at http://www-
leca.ujf-grenoble.fr/logiciels.htm. The program can ana-
lyze all sequences saved as plain text, without line num-
bers and spaces, such as text files. The AFLP procedure is
simulated by the program step by step: 1) identification of
the restriction sites and production of the pool of restric-
tion fragments, 2) selection of the final set of fragments
that exhibit the selective bases used for the amplification,
and 3) determination of the length of all peaks in the
AFLP profile by adding the adaptor length to the selective
AFLP fragments. For any restriction enzyme and selec-
tive bases combinations, ISIF can provide the sequences
of the virtual fragments, their positions along the
genome, their length and the length of the associated
peaks in the AFLP profile.
In silico AFLPs on A. thaliana using the primer combi-
nation EcoRI+ATG/MseI+ATG generated 20 non-identi-
cal fragments between 50 and 500 pb; however, due to
size homoplasy, this only corresponded to 13 different
peak sizes (Figure 1). Experimental AFLP generated a
profile with 12 peaks (Figure 1) and the two profiles
almost perfectly matched, except for the expected peak at
410 bp that was scored as missing in the experimental
profile (Figure 1) because it was below the detection
threshold (only 85 rfu in intensity). We repeated the
whole AFLP protocol three times, and we found no dif-
ference between the three experimental AFLP profiles;
the reproducibility rate was 100%. All experimental
sequenced fragments obtained by pyrosequencing per-
fectly matched the sequences of in silico fragments,
including the 410 bp fragment.
In silico AFLP profiles
In silico analyses generated a total of 5,345 fragments and
2,709 peaks for the model species B. thuringiensis ser.
konkukian (5 to 260 peaks per primer combination using
1 to 3 selective bases), 17,425 fragments and 9,907 peaks
for A. thaliana (2 to 283 peaks per primer combination
using 4 to 6 selective bases), and 21,729 fragments and
10,138 peaks for Ae. aegypti (3 to 294 peaks per primer
combination using 5 to 8 selective bases). For each spe-
cies, the mean number of peaks per group of primer com-
bination with a similar number of selective bases (1 to 8
when considering the total number of selective bases
added for the 2 primers) and nucleotide composition (GC
content) is shown in Table 1. The results of all 284 primer
combinations are presented in Additional file 1. The total
peak length distribution (i.e. without selective bases)
showed that the number of small length peaks greatly
exceeded that of longer length peaks for the three
genomes (Figure 2A). Fragment length distribution did
not differ between the eukaryote and prokaryote
genomes (Table 2).
We first examined the effect of upstream parameters:
genome features (size and repeated elements prevalence)
and AFLP parameters (number of selective bases, GC
content) on homoplasy. Homoplasy was measured using
two statistics: the homoplasy rate (H) in each AFLP pro-
file (i.e. ratio of the number of peaks containing co-
migrating non-homologous fragments to the total num-
ber of peaks), and the number of co-migrating fragments
per homoplasious peak. Then, we looked at the effect of
these parameters on AFLP diagnostics (number of peaks
and peak length distribution) to finally evaluate the accu-
racy of AFLP diagnostics to predict homoplasy.
Effects of upstream parameters on homoplasy
Homoplasy rate calculated for each primer combination
ranged from 0 to 69.2% for B. thurigiensis ser. konkukian,
0 to 58.5% for the model species A. thaliana and 0 to
66.6% for Ae. aegypti (Figure 2B). There was no signifi-
cant effect of genome size on homoplasy rate, but we
observed significant differences of the number of co-
migrating fragments within a peak among the three spe-
cies with different genome size (Table 2). Homoplasious
peaks contained on average 3 co-migrating fragments for
the model species B. thurigiensis ser. konkukian (range: 2
- 18) and A. thaliana (range: 2 - 64) and 4 co-migrating
fragments for Ae. aegypti (range: 2 - 582). The presence of
repetitive elements had a positive effect on the number of
co-migrating fragments. A large frequency of co-migrat-
ing fragments was found in Ae. aegypti peaks (Figure 2D).
In our study, a maximum of 582 co-migrating frag-
ments in one single peak was observed for Ae. aegypti. Of
the 582 co-migrating fragments of 324 bp, 580 exhibited
high similarity in sequence (mean identity index = 0.97,
range: 0.84 - 1, calculated with Bioedit version 7.0.5 [39])
and corresponded to highly repetitive sequences in the
genome. Using RepeatMasker (http://www.repeatmas-
ker.org, [40]), the sequence was identified as a LINE ret-
roelement. For A. thaliana, a maximum of 64 co-
migrating fragments of 108 bp including 61 similar
sequences (mean identity index = 0.97, range: 0.87 - 1)
was observed, corresponding to a LTR element (Gypsy).
For B. thurigiensis ser. konkukian, two peaks contained 18
co-migrating fragments of 89 and 144 bp and were both
composed of 14 fragments with the same sequence (mean
Identity index = 1) but located at different places in the
genome. These sequences were not identified as trans-
posable elements by RepeatMasker.
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The number of selective bases determined the number of
peaks generated and should be chosen according to the
genome size under analysis; a larger number of selective
bases reduced the number of fragments and peaks gener-
ated (Table 1). Furthermore, for the three species and for
the same number of selective bases, the number of peaks
generated decreased whilst the GC content of the selec-
tive bases increased (Table 2). For example, for Ae.
aegypti, the primer combinations with 6 selective bases
biased in AT produced more than twice the number of
peaks than those biased in GC (mean = 156 and mean =
58 respectively, Table 1). The same trend was observed
for the other species. The composition of primer combi-
nations (i.e. GC content) had no significant effect on
homoplasy rate and on the number of co-migrating frag-
ments present in the peaks (Table 2).
Accuracy of AFLP diagnostics to evaluate homoplasy
Generalized linear model showed a very strong effect of
the number of peaks in a profile on the homoplasy rate
(Table 2). Indeed, for all species a strong positive correla-
tion was found between the number of peaks detected in
a profile and the homoplasy rate (Figure 2B, Pearson's
correlation: N = 84, r = 0.94, P < 0.001 for B. thurigiensis
ser. konkukian; N = 100, r = 0.94, P < 0.001 for A. thaliana
and N = 100, r = 0.93, P < 0.001 for Ae. aegypti). For
example, in profiles with 100 peaks, about a quarter of
peaks were composed of co-migrating fragments. The
homoplasy rate decreased to around 15% for profiles with
50 peaks. In our study, only 43 profiles out of 284 did not
present any co-migrating fragments but they contained
few peaks (2 - 32 peaks). However, the choice of primer
combinations producing less than 30 peaks does not
guarantee the absence or a low level of homoplasy. For
example, in the A. thaliana, the primer combination
E+ACG/M+CTC generated a homoplasy rate of 28.5% in
a profile with 40 AFLP fragments distributed in only 7
peaks.
The probability of peaks being homoplasious was nega-
tively correlated with their length, (Figure 2C; B. thu-
rigiensis ser. Konkukian: Pearson's correlation, r = -0.30,
N = 329, P < 0.001; A. thaliana: r = -0.83, N = 451, P <
0.001 and Ae. Aegypti: r = -0.77, N = 451, P < 0.001), small
length peaks more often contained co-migrating frag-
ments. For example, peaks smaller than 100 bp in length,
accounted for 36% of the homoplasy in our data. Our in
silico results are in concordance with the theoretical find-
ing that small peaks are more often homoplasious [18].
There was a significant positive effect of the total num-
ber of peaks in a profile on the number of co-migrating
fragments present in peaks and a significant negative
Figure 1 Comparison of the in silico (upper panel) and experimental (lower panel) AFLP profiles obtained with the primer combination 
EcoRI+ATG/MseI+ATG for the model species Arabidopsis thaliana.
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Figure 2 In silico AFLP results obtained using 84, 100 and 100 primer combinations for the species Bacillus thuringiensis ser. konkukian, Ar-
abidopsis thaliana and Aedes aegypti, respectively. A) Length distribution of the number of AFLP peaks obtained between 50 and 500 bp. B) Re-
lationship between the homoplasy rate and the number of peaks per AFLP profile. C) Relationship between the frequency of homoplasic peaks and 
fragment length. D) Distribution of the number of co-migrating fragments in peaks (Y axis truncated at 80, real numbers indicated above each bar).
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Table 1: Summary of the number of peaks per profile, homoplasy rate and maximum number of co-migrating fragments 
obtained in silico with different numbers of selective bases for each species.
Primer combinations No. of peaks Homoplasy rate (%)





1 AT 2 260 260 - 260 68.5 67.7 - 69.2 18
GC 2 184 162 - 206 45.4 45.2 - 45.7 18
2 AT 4 140 122 - 165 37.2 28.4 - 41.8 16
m 8 98 47 - 136 22.8 8.5 - 42.8 6
GC 4 60 42 - 76 13.9 8.2 - 22.3 14
3 AT 32 46 18 - 96 8.9 0 - 24.6 14
GC 32 21 5 - 47 7.8 0 - 15.4 14
Arabidopsis 
thaliana
4 AT 27 207 139 - 283 46.6 27.3 - 58.5 64
m 17 129 56 - 185 29.3 21.9 - 45.1 21
GC 9 62 28 - 94 13.3 3.6 - 21.3 5
5 AT 12 77 32 - 115 18.5 8.8 - 30.4 8
GC 9 35 18 - 50 12.1 2.8 - 22 38
6 AT 5 26 12 - 54 8.8 0 - 20.4 3
m 11 12 4 - 21 4.3 0 - 15.4 3
GC 10 7 2 - 12 6.6 0 - 28.5 33
Aedes aegypti 5 AT 6 266 232 - 294 58.4 47.8 - 66.6 61
GC 8 253 209 - 293 53.2 41.6 - 62.4 582
6 AT 17 156 94 - 234 36.7 27.5 - 59.8 400
m 22 109 61 - 148 27.8 18.1 - 40.2 284
GC 14 58 33 - 97 15.8 7 - 32 180
7 AT 8 44 27 - 62 13.6 6.5 - 22.6 7
GC 5 25 17 - 39 11.6 0 - 18 6
8 AT 10 10 3 - 28 7.0 0 - 33.3 2
m 5 8 5 - 12 1.7 0 - 8.3 3
GC 5 6 3 - 11 6.7 0 - 33.3 2
a Total number of selective bases added for the 2 primers.
b "GC cont" is composed of three classes of selective bases differing according to the proportion of their GC content: "AT" corresponds to selective 
bases containing a larger number of A or T, "GC" to selective bases containing a larger number of C or G, "m" to selective bases containing same 
number of A or T and C or G.
c Maximum number of co-migrating fragments in one single peak.
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Page 7 of 13effect of peak length (Table 2). Indeed, homoplasious
peaks contained more co-migrating fragments in profiles
with a large number of peaks and in a smaller length
range. However, when considering only peaks containing
more than 10 co-migrating fragments (183 peaks), no
more effect of peak size or effect of the number of peaks
in a profile on the number of co-migrating fragments
were detected (Table 2). This suggests a random size dis-
tribution of peaks containing a large number of frag-
ments.
Detecting homoplasious peaks in empirical profiles
A total of 118 peaks were generated by the seven primer
combinations on the model species Arabidopsis thaliana,
of which 10 were homoplasious. There was a significant
effect of peak size on peak fluorescence intensity and no
significant effect of homoplasy (Table 2). Homoplasious
peaks tended to exhibit higher fluorescence intensity
than non-homoplasious peaks (means ± sd: 6803 ± 3632
rfu and 4198 ± 3303 rfu respectively), but many non-
homoplasious peaks also exhibited high fluorescence, so
that peak intensity may not represent a valuable quality
criterion in detecting homoplasious peaks.
Predicting the AFLP profiles of non-model species
The number of fragments obtained in silico for three
model species, the bacterium B. thuringiensis ser.
konkukian, the plant A. thaliana and the insect Ae.
aegypti, was compared with that obtained for closely
related species, B. thuringiensis ser. israelensis, Arabis
alpina and Aedes rusticus, for which no full genome
sequences were available (Figure 3A). The details for each
model/non-model species pair and each primer combina-
tion are presented in Additional file 2.
For all species pairs, we found a positive, significant
relationship between the number of in silico fragments
and the average number of experimental fragments (Pear-
son's correlation: N = 6, r = 0.96, P = 0.003 for bacteria; N
Table 2: Summary of generalized linear model results. Each row corresponds to a single model using multiple explanatory 
variables. Significant values are indicated in bold. Quasibinomial and negative-binomial error distributions were used 
and results are given after calculating type-II analysis-of-variance using a F test (Quasibinomial family) or a likelihood 
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a Total number of selective bases added for the 2 primers.
b Peak length distribution is expressed in relative frequencies.
c "CF" corresponds to comigrating fragments within a peak.
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Page 8 of 13= 19, r = 0.86, P < 0.001 for plants and N = 20, r = 0.86, P <
0.001 for mosquitoes). The number of fragments in A.
alpina tended to be larger than the number of in silico
fragments of A. thaliana. This difference was not surpris-
ing since the A. alpina genome (2n = 16) is larger than the
A. thaliana genome (2n = 10, [41]). For Bacillus and
Aedes, the relationship between model and non-model
species was close to a linear function with slope 1 and
intercept 0 for profiles with less than 150 peaks (Figure
3A). However in silico AFLP tended to over-estimate the
number of peaks in non-model species for primer combi-
nations generating more than 150 peaks per profile (Fig-
ure 3A).
The distribution of peak length differed for all model/
non-model species pairs. For all non-model species, small
peaks (less than 70-100 bp depending on species) were
significantly below the number expected in silico in
model species (Figure 3B). For mosquitoes and plants,
large peaks (more than 300 bp) were also overestimated
in silico. This pattern was not present in Bacillus, proba-
bly because only few peaks are predicted in this range.
Discussion
Lessons of in silico AFLPs to detect homoplasy
The ISIF program allows to accurately predict AFLP pro-
files in model species using the genomic information
available. The correspondence between in silico and
empirical AFLP profiles has already been described for
simple model species of bacteria [42,43] and for the plant
A. thaliana [34].
The experimental AFLP procedure generated the peaks
predicted by the in silico analysis carried out using ISIF,
except for one long fragment (> 400 bp) insufficiently
amplified to be detectable on the electrophoresis profile.
However, this fragment was detected by pyrosequencing.
The decrease in AFLP peak intensity as peak length
increases is a well known phenomenon [28,44] illustrated
here (see Figure 1). In our profile, fluorescence showed a
decreasing intensity in high fragment lengths, except for
the 318 bp peak containing 6 co-migrating fragments
which exhibited much higher fluorescence intensity than
the peaks of similar length. This suggests that fluores-
cence intensity could be a good indicator for peaks con-
taining many different co-migrating fragments. However,
Figure 3 In silico AFLPs obtained on model species vs. empirical AFLPs obtained on related non-model species. A) Comparison between num-
bers of peaks per profile obtained for model and non-model species. B) AFLP peak length distribution obtained in silico and empirically. Peaks were 
grouped by classes of 20 bp-length. Symbols  corresponded to bacteria species,  to plant species and Њ to insect species.
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Page 9 of 13detecting homoplasious peaks in an experimental AFLP
profile based on fluorescence intensity remains a chal-
lenge, because the intensity of a peak does not necessarily
reflect the actual number of different co-migrating frag-
ments. For example, in the profile shown in Figure 1, the
113 bp peak contains two co-migrating fragments, but is
less intense than the 115 bp peak which is not homopla-
sious. Overall, in A. thaliana, the effect of homoplasy on
peak fluorescence intensity was not significant (Table 2).
This limitation in detecting a posteriori homoplasious
peaks in an experimental profile highlights the need to
develop tools to limit a priori the probability of generat-
ing homoplasious peaks. In silico AFLPs make it possible
to choose the best primer combinations prior to carrying
out the experimental procedure.
Homoplasy in model species
A high level of homoplasy was found when analyzing all
study species, ranging up to 69%. For all species,
homoplasy was highly dependent on the number of peaks
generated per profile. It was about 15% in profiles con-
taining 50 peaks and as much as 25% in profiles contain-
ing 100 peaks. This is in the range of homoplasy
theoretically predicted by modeling the distribution of
fragment lengths and calculating homoplasy rates given
the fragment number in a profile [25], or experimentally
estimated in sugar beet (13%) [24]. Given that the aim of
most AFLP studies is to generate a large number of poly-
morphic markers at the lowest cost, many AFLP based
studies are likely to contain a large number of homopla-
sious peaks.
For a given number of selective bases, the number of
peaks per profile depends on genome size. To obtain a
50-peaks profile, a total of 3 selective bases are needed for
B. thuringiensis var konkukian, 5 - 6 for A. thaliana, and 6
- 7 for Ae. aegypti. Accordingly, Altholff et al. [13]
obtained 0 to 189 peaks per profile when carrying out in
silico AFLP with 6 selective bases primer combinations of
8 taxa with genome size ranging from 5.23 to 2900 Mb. In
their study, homoplasy ranged from 0% for bacteria with
profiles containing 0 or 1 peak to 49% for a human profile
containing 171 peaks. The authors concluded that
homoplasy is dependant on genome size. However, by
using the same primer combinations for all species, they
could not distinguish between the linked effects of
genome size and of the number of peaks per profile. In
our study, a large range of primer combinations adapted
for each species was used to obtain profiles containing at
least 5 to 260 peaks per species, allowing for discrimina-
tion between the effects of genome size and the number
of peaks. For a given number of peaks per profile, the
homoplasy rate (i.e. the proportion of peaks containing
co-migrating fragments) was apparently not related to
genome size or systematic position.
However, homoplasious peaks can contain a larger
number of co-migrating fragments in large and complex
genomes. Furthermore, even if small length peaks are
more likely to be homoplasious than longer peaks as pre-
viously reported [12], our results suggest that this can be
not valid for peaks containing more than 10 fragments, as
we observed highly homoplasious peaks at almost any
length. The most frequent type of homoplasious peak is
made up of two or more fragments of different sequences,
co-migrating by chance. Small peaks are more likely to
belong to this type, because of the skewed fragment
length distribution (Figure 2A). Less frequently,
homoplasious peaks are made up of many highly repeti-
tive sequences. This is more likely to be found in large
genomes, as they usually contain many repetitive
sequences, such as transposable elements [37,45]. For
example, an impressive 582 co-migrating, highly similar
fragments was found in Ae. aegypti. This is not com-
pletely unexpected as 47% of the Ae. aegypti genome con-
sists of transposable elements which can exhibit up to
50,000 copies per genome [38,46]. A strategy that could
be used to avoid cutting in transposable elements is to use
restriction enzymes sensitive to DNA methylation,
because many transposable elements are known to be
silenced by methylation [47]. However, this strategy can-
not be routinely recommended to AFLP users, because
transposable elements silencing is not only species
dependent, but also tissue-dependent.
All these results highlight the importance of the choice
of primer combination for the quality and the practical
usefulness of the AFLP profiles. Both the number and the
GC content of selective bases can have a strong effect on
the number of peaks per profile, and therefore on
homoplasy. In our case, the three genomes analyzed are
AT-rich, so that primers with AT selective bases generate
more peaks and therefore more homoplasious profiles.
Furthermore, some combinations generate a particularly
high homoplasy rate, or amplify repeated sequences.
Predicting the AFLP profiles of non-model species
The in silico AFLP profile obtained from the model spe-
cies can help to predict the AFLP profiles obtained in
related species, for which complete genomic information
does not exist. For the three pairs of species analysed, we
observed a strong correlation between the predicted and
observed profiles. The correlation was particularly strong
between two varieties of the same species, Bacillus thur-
ingiensis ser. konkukian and var israelensis, but remained
very strong between species of the same genus (Aedes)
and even between two species from different genera
(Arabidopsis and Arabis) and with different genome sizes
(two-fold difference [41]). In model species, the
homoplasy rate is strongly correlated to the profile qual-
ity (number and size distribution of peaks generated). As
Paris et al. BMC Genomics 2010, 11:287
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Page 10 of 13non-model species profile quality is correlated to that
obtained in model species, the extent of homoplasy in
non-model species can be predicted from their profile
quality.
In silico AFLPs tended to over-estimate the number of
peaks expected in non-model species for profiles with
more than 150 peaks. This phenomenon has already been
described in the tetraploid species Damasonium alisma
that produced less AFLP peaks using a primer combina-
tion with 6 selective bases than using a primer combina-
tion with the same 6 selective bases plus an additional A,
T, G or C [29]. For the authors, many of the loci were
insufficiently amplified using the 6 selective bases primer
combination to produce peaks higher than the scoring
threshold and were therefore not scored. Indeed, the
decrease in the number of AFLP peaks scored in profiles
with a large number of peaks may be due to multiple
causes, including scoring errors in complex profiles
[48,49], competition across fragments during the amplifi-
cation process [29], and the poor amplification of longer
fragments [28,44]. According to this later hypothesis, we
observed less large fragments (more than 300 bp) than
expected in all our in silico/experimental comparisons,
except for the Bacillus pair of species for which few large
fragments were expected. Furthermore, less small frag-
ments than expected were observed in all our in silico/
experimental comparisons. This could be due to the loss
of small fragments during the purification step before
separation, although the purification protocol we used is
supposed to retain fragments larger than 30 bp; or they
could be lost during the electrophoresis separation.
Finally, the quality of sequences in published model
species genomes could be a further source of bias in the
number of peaks predicted with in silico AFLP. Indeed,
most available model genomes contain genotyping errors
or gaps represented by a series of Ns, even for the model
species A. thaliana. Finally, the fragmentation of most
large published genomes into thousands of scaffolds (for
example, the Ae. aegypti genome is composed of 4,768
supercontigs) may further bias the estimation of the
number of fragments amplified.
Recommendations
The optimization of the AFLP reaction (and especially
the choice of selective primers) is often achieved through
an empirical procedure. For instance, the polymorphism
and the reproducibility of markers are generally the most
important criteria on which the choice of AFLP primers
is based. However, such optimization procedures are
probably not able to avoid, in a reliable way, the occur-
rence of size homoplasy in AFLP profiles. Here we show
that ISIF allows a rapid screen of candidate restriction
enzymes and/or combinations of selective bases during
the optimization steps of the AFLP reaction. Low level of
homoplasy at the intra-individual level is likely to coin-
cide with low level of homoplasy at the inter-individual
level. In silico AFLPs can be used to prevent homoplasy in
AFLP data sets and in turn, reduce biases in population
genetics, conservation of genetic resources or genome
scan analyses. In addition, the present study shows that
genomic sequences of model species can be used to pre-
dict AFLP profiles generated in related non-model spe-
cies. Finally, ISIF represents a key tool to plan the number
of fragments to be sequenced in complex and costly high
throughout genomic experiments such as pyrosequenc-
ing, or to address further questions such as evaluating the
distribution of restriction fragments in genomes. We
conclude the present study with general suggestions on
the choice of primer combinations and the process for
peak selection. These suggestions in addition to recom-
mendations made in Gort et al. [18] will help to improve
experimental AFLP studies on both model and non-
model species.
• Primer combinations generating less than 30 AFLP
peaks per profile can help to limit homoplasy within a
profile. In practice, the total number of six selective
bases originally recommended by Vos et al. [5], gener-
ally used in most published studies, is insufficient in
preventing homoplasy in most plant and animal
genomes. In addition, the choice of selective bases
biased in GC content can reduce markedly the num-
ber of peaks generated for many species. Further-
more, the choice of restriction enzymes with high GC
content recognition sites is likely to reduce the num-
ber of restriction fragments for low GC content
genomes.
• If possible, primer combinations which amplify
repetitive sequences should be avoided.
• Peaks smaller than 100 bp in length can pose prob-
lems, as they can be responsible of more than one
third of homoplasy. Our analysis suggests that focus-
ing on the longer fragments would help reduce this
issue.
• Peaks of large length that exhibit particularly high
fluorescence intensity compared to peaks of a similar
length in the same profile should be considered with
caution, as they often contain several non-homolo-
gous co-migrating fragments.
• The mean number of peaks per profile should
always be mentioned in AFLP studies to allow the
evaluation of the homoplasy rate within profiles.
Indeed, most of the published studies only mention
the total number of polymorphic peaks scored (but
see Meyer et al. [50]). However, this does not corre-
spond to the number of peaks per profile, which
depends on the relatedness across individuals and on
the number of individuals genotyped. For example,
the analysis of a small number of individuals, of
related individuals or of poorly differentiated popula-
tions can lead to the identification of only a small total
Paris et al. BMC Genomics 2010, 11:287
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number of fragments per profile.
Conclusions
Carrying out in silico analyses before the experimental
work allows a rapid screen of candidate restriction
enzymes and the combinations of selective bases to be
used, in order to optimize the experimental work. It can
also help to plan the number of fragments to be
sequenced in complex and costly high throughput
genomic experiments such as pyrosequencing. Most
importantly, in silico AFLP can help to limit homoplasy in
AFLP data sets, reducing biases in population genetics,
conservation of genetic resources or genome scan analy-
ses. Finally, in silico analysis represents a key tool to
address further questions such as evaluating the distribu-
tion of restriction fragments in genomes.
Methods
In silico AFLPs on model species
Three model species for which the full genome sequences
are available were used in this study: Bacillus thuringien-
sis ser. konkukian, Arabidopsis thaliana (ecotype Colum-
bia) and Aedes aegypti (Liverpool strain). Bacillus
thuringiensis ser. konkukian genome and plasmid were
obtained from GenBank (accession number AE017355
and CP000047), Arabidopsis thaliana genome was
obtained from The Arabidopsis Information Resource
http://www.arabidopsis.org, and Aedes aegypti genome
was obtained from VectorBase http://www.vector-
base.org. In silico AFLPs were performed on total
genomic DNA for A. thaliana and Ae. aegypti without
taking into account organellar genomes that are negligi-
ble in length in comparison to the nuclear genome [13].
For bacteria the length of the plasmidic genome is of sig-
nificant length in the whole genome, therefore both
genomic DNA and plasmid DNA where used for B. thur-
ingiensis ser. konkukian. For all in silico analyses, frag-
ments between 50 and 500 pb were considered.
For B. thuringiensis ser. Konkukian, in silico AFLP pro-
files were generated using all possible combinations of
primers EcoRI/MseI: E+0/M+1, E+1/M+1 and E+1/M+2
(84 combinations). For the species A. thaliana and Ae.
aegypti, 100 EcoRI/MseI primer combinations were ran-
domly chosen among combinations containing between 3
to 5 selective bases and 5 to 8 selective bases respectively
(Additional file 1). For each species, the number and the
sequence of the selective bases used for amplification
were chosen in order to generate less than 300 peaks per
profile. Producing profiles with more than 200 peaks is
unrealistic in practice but such situations were chosen
here to ensure a high homoplasy rate. For each in silico
profile, the number of non-identical fragments (i.e. frag-
ments with different sequences or chromosomal posi-
tions) and the number of detectable peaks (i.e.
regrouping all co-migrating fragments) were determined.
All statistical analyses were carried out using R software
version 2.5 [51].
We tested the effects of the number of peaks in profiles
and of species identity on H in a generalized linear model
(GLM) with a Quasibinomial error. Subsequently, for
each species we performed Pearson's correlation between
H and the number of peaks per profile, and between H
and peak length. The effects of the number of peaks in
profiles, peak length, species identity and composition of
selective bases (i.e. GC content) on the number of co-
migrating fragments in homoplasious peaks were tested
in a GLM; models with Poisson error distribution showed
evidence of overdispersion, therefore we used a negative -
binomial family to build models [52]. The effects of these
four parameters on the number of co-migrating frag-
ments in homoplasious peaks were then tested in a GLM
including only peaks containing more than 10 co-migrat-
ing fragments. For GLMs, significance was calculated
using type-II analysis-of-variance using a F test (quasibi-
nomial models) or a likelihood ratio test (negative-bino-
mial models) [52].
Empirical AFLP profiles in a model species
The genome of the model species Arabidopsis thaliana
was used to validate the reliability of both experimental
AFLP and of the results of ISIF in silico AFLP. The advan-
tage of using this selfing plant is that the published
genome (Ecotype Columbia) is identical to the genome of
all plants from this ecotype. An in silico profile using the
primer combination EcoRI+ATG/MseI+ATG was gener-
ated and compared with the corresponding experimental
AFLP profile. This primer combination was chosen
because in silico it generated two homoplasious peaks
(containing 2 and 6 co-migrating fragments, respec-
tively). AFLP analyses were obtained according to Paris et
al. [53]. In short, 150 ng of the total genomic DNA was
first digested with 2 units of EcoRI (New England Bio-
labs) for 2.5 hours at 37°C, and then with 5 units of MseI
(New England Biolabs) in the same conditions. Specific
oligonucleotide adaptors were then ligated to the end of
the restriction fragments with 1 unit of T4 DNA ligase
(New England Biolabs) for 3 hours at 37°C. Pre-selective
and selective amplifications were performed with 0.2 μM
of primers complementary to the adaptor sequences after
20 times dilution of the digestion/ligation product and 10
times dilution of the pre-selective PCR product. Labeled
selective fragments were separated by electrophoresis on
an ABI 3130 capillary sequencer (Applied Biosystems).
AFLP patterns were then visualized with GeneMapper
V3.7 software (Applied Biosystems): a fluorescent peak
corresponds to the presence of an amplified restriction
fragment. A scoring threshold of 500 rfu in fluorescence
intensity was set up to detect peaks. For each sample, all
peaks between 50 and 500 pb were considered. Repro-






II- Scan génomique avec des marqueurs DArT liés à un élément 
transposable 
II.1- Présentation de l’étude et principaux résultats 
Les éléments transposables représentent une des composantes majeures des génomes, 
et près de 50% du génome du moustique Aedes aegypti (Nene et al. 2007). Affectant la 
régulation de l’expression des gènes ou leur fonctionnalité, les éléments transposables jouent 
un rôle important en évolution. Présents en de très nombreuses copies et possédant des taux 
de mutation très élevé par rapport au reste du génome, les éléments transposables sont souvent 
impliqués dans des changements adaptatifs rapides (Aminetzach et al. 2005, Yang et al 2007). 
Par exemple, l’insertion d’un rétrotransposon dans le gène codant pour le récepteur 
membranaire de l’insecticide bactériologique Bacillus sphaericus est responsable de la 
résistance à cet insecticide chez le moustique Culex pipiens (Darboux et al. 2007). Cette 
insertion crée un nouvel intron dans le gène hôte qui produit alors un récepteur tronqué, 
incapable de fixer la toxine produite par Bacillus sphaericus. 
 
Les « miniature inverted-repeat transposable elements » (MITEs) sont des éléments 
qui se transposent en utilisant un mécanisme de « couper-coller » par excision puis réinsertion 
à un autre locus dans le génome (Wessler et al. 1995, Feschotte et al. 2002). Ils sont de petite 
taille (> à 500 pb), et ont la particularité de s’insérer préférentiellement dans les régions 
codantes (Bureau and Wessler 1992; Zhang et al. 2000; Jiang and Wessler 2001). Ils sont 
donc de bons marqueurs moléculaires pour les études de diversité génétique et de génomique 
adaptative (Lyons et al. 2008). Représentée par plus de 6000 copies dans le génome d’Ae. 
aegypti (Nene et al. 2002) et possédant des séquences relativement conservées, la sous-famille 
Pony a été choisie pour l’étude de la résistance au Bti chez la souche LiTOX.  
 
La diversité génétique liée aux éléments Pony a été étudiée grâce à la technologie 
DArT « Diversity Arrays Technology » qui permet d’obtenir plusieurs milliers de marqueurs 
liés d’une part à l’élément transposable et d’autre part à un site de restriction. Cette 
technologie décrite plus en détail en introduction de cette thèse, a été développée par un 
laboratoire australien pour l’étude du riz (Jaccoud et al. 2001) et est particulièrement utilisée 
depuis pour l’étude de plantes cultivées (Jaccoud et al. 2001, Wenzl et al. 2004, Akbari et al. 






2006). Cependant cette approche n’avait jamais été appliquée sur d’autres organismes comme 
les animaux. Le développement de cette technique chez le moustique Ae. aegypti a été 
effectué avec succès par Aurélie Bonin, lors d’un post doctorat en Australie. Plus de 6000 
marqueurs ont été obtenus avec cette technologie, dont 476 marqueurs polymorphes, sur une 
soixantaine d’individus appartenant aux souches sensible et LiTOX, (article 4 : Bonin et al. 
2008).  
Dans ce contexte, mon travail de thèse a consisté à 1/ rechercher les marqueurs les 
plus différenciés entre les deux populations, 2/ les séquencer, 3/ les positionner sur le génome 
d’Ae. aegypti et 4/ identifier les gènes candidats à proximité. J’ai également participé au 
séquençage de 2 de ces gènes candidats (une aminopeptidase et une cadhérine), l’analyse des 
séquences ayant été effectuée principalement par Guillaume Tetreau lors de son stage de 
Master 2.  
 
La différenciation génétique entre les deux souches de moustique (Bora-Bora et 
LiTOX) obtenue avec les 476 marqueurs DArT est particulièrement élevée : FST = 0.556. 
Cette forte différenciation n’a pas permis l’utilisation des méthodes classiques de détection 
des outliers. En effet, ces méthodes sont basées sur la comparaison de la distribution des FST 
des marqueurs avec une distribution neutre simulée à partir du FST moyen entre les 
populations. Pour un Fst moyen aussi élevé, l’intervalle de confiance à 95% de la distribution 
neutre simulée est très large et peu de marqueurs peuvent être détectés comme outliers. Nous 
avons donc décidé de choisir les 70 marqueurs différenciant au maximum les deux 
populations : c'est-à-dire ceux qui étaient fixés dans une des populations et absents dans 
l’autre, à plus ou moins un individu. Pour des raisons pratiques, ces marqueurs seront tout de 
même nommés ‘outliers’. Grâce à l’étape de clonage de la technique DArT, des séquences 
entre 18 et 998 pb ont pu être aisément obtenues pour les 70 marqueurs outliers DArT. Ces 
séquences sont composées de l’élément transposable PONY d’environ 150 pb puis, d’une 
séquence plus ou moins longue correspondant au locus dans lequel l’élément PONY s’est 
transposé. Les 150 pb correspondant à l’élément transposable ont été retirés des séquences 
avant de les utiliser pour les alignements (Blast) sur le génome d’Ae. aegypti disponible en 
ligne (Vectorbase.org). 
 
Sur 70 loci outliers détectés et séquencés, 42 répartis sur 40 supercontigs ont pu être 
localisés de façon précise sur le génome d’Ae. aegypti, les autres séquences correspondant à 






des séquences répétées (article 5 : Bonin et al. 2009). Une fois encore, la détection d’un 
nombre élevé de régions du génome potentiellement sous sélection semble confirmer le 
caractère multigénique de la résistance au Bti. Six gènes candidats ont été identifiés sur les 
mêmes supercontigs que ces 42 loci outliers. Parmi eux, deux apparaissaient de bons 
candidats à la résistance au Bti : une cadhérine avec deux outliers à proximité, et une 
aminopeptidase.  
 
Le niveau de transcription de ces deux gènes a été comparé entre la souche sensible et 
la souche LiTOX par RT-PCR quantitative en temps réel (appareil IQS, Biorad). Seul le gène 
codant pour la cadhérine montre une réduction significative de deux fois de son niveau de 
transcription. Une réduction du nombre de récepteurs peut entrainer une augmentation de la 
résistance aux toxines de Bacillus thuringiens (Griffitts et al. 2005, Barrows et al. 2006), et 
une baisse de deux fois de ce récepteur potentiel peut « contribuer » à la résistance observée 
chez la souche sélectionnée. Cependant cette diminution, n’est probablement pas responsable 
à elle seule des taux de résistance de plus de 30 fois observés chez la souche sélectionnée 
LiTOX. 
 
De manière à rechercher la présence éventuelle de mutations dans ces gènes, ils ont 
ensuite été séquencés chez 11 et 12 individus de la souche sensible et LiTOX respectivement. 
Bien que la fréquence des haplotypes de ces gènes diffère entre les deux souches, aucune 
mutation diagnostique permettant de discriminer les deux souches de moustique n’a été 
identifiée. Comme attendu, la souche LiTOX présente une baisse de diversité haplotypique et 
nucléotidique pour les 2 gènes étudiés. Cela peut refléter une sélection directionnelle, mais 
aussi s’expliquer simplement par des effectifs plus faibles au cours de l’histoire de la sélection 
(dérive génétique). En effet, la souche LiTOX a subit un fort goulot d’étranglement à la 
dixième génération de sélection avec seulement 25 individus reproducteurs. Nous connaissons 
parfaitement l’histoire démographique de la souche LiTOX (tableau n°1), aussi avons-nous 
simulé par coalescence la diversité nucléotidique attendue étant donné l’histoire 
démographique de la souche LiTOX (logiciel ms, Hudson 2002), et nous l’avons comparé à la 
diversité observée. Les tests de neutralité prenant en compte l’histoire démographique de la 
souche LiTOX mettent en évidence une signature de sélection directionnelle significative 
dans le gène codant pour la cadhérine, alors que la baisse de diversité observée dans la 






séquence de l’aminopeptidase de la souche LiTOX ne permet pas de rejeter l’hypothèse de 
neutralité pour ce gène. 
 
Les signatures de sélection détectées dans le gène codant pour la cadhérine 
semblent confirmer son lien potentiel avec la résistance aux toxines du Bti chez la souche 
LiTOX. L’absence de mutation diagnostique dans ce gène entre les deux souches n’est pas 
étonnante car après seulement 18 générations de sélection, il est peu probable d’avoir fixé les 
mutations de résistance lorsque celle-ci est multigénique. Cependant, il est délicat d’attribuer 
de façon certaine la signature de sélection observée à une sélection opérant sur ce gène, car la 
sélection peut s’effectuer sur un autre gène à proximité (par effet « autostop »). Par exemple, 
44 autres gènes sont annotés dans le supercontig contenant cette cadhérine, dont environ un 
tiers de fonction inconnue. Des analyses plus poussées sur ce gène sont donc nécessaires pour 
confirmer son implication dans la résistance aux toxines du Bti : séquençage plus important de 
ce gène et des régions adjacentes, inhibition de son expression par ARN interférant ou analyse 
du potentiel de fixation de cette cadhérine avec les toxines. 
 
II.2- Contribution sous forme d’articles 
 
Article 4 : BONIN A, PARIS M, DESPRES L, TETREAU G, DAVID JP, KILIAN A (2008). A MITE-
based genotyping method to reveal hundreds of DNA polymorphisms in an animal organism 
after a few generations of artificial selection. BMC Genomics, 9:459. 
 
Article 5 : BONIN A, PARIS M, TETREAU G, DAVID JP, DESPRES L (2009). Candidate genes 
revealed by a genome scan for mosquito resistance to a bacterial insecticide: sequence and 
gene expression variation. BMC Genomics, 10:551. 
 
 







Chapitre 3 - Article 4  
 
 
A MITE-based genotyping method to reveal hundreds of DNA 
polymorphisms in an animal organism after a few generations of artificial 
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Chapitre 3 - Article 5  
 
 
Candidate genes revealed by a genome scan for mosquito resistance to a 
bacterial insecticide: sequence and gene expression variation.  
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III- Comparaison de l’expression des gènes entre les souches 
résistante et sensible aux toxines du Bti 
 
La résistance aux toxines du Bti peut impliquer des modifications des nivaux de 
transcription de nombreux gènes et entrainer :  
• la baisse de la transcription des récepteurs des toxines du Bti,  
• l’augmentation de l’activité de dégradation ou baisse de l’activité d’activation de ces 
toxines par les protéases du tube digestif,  
• l’augmentation des activités de réparation cellulaire, 
• l’augmentation des activités du système immunitaire.  
Une analyse comparative du niveau d’expression constitutif des gènes de la souche d’Aedes 
aegypti sensible et de la souche résistante LiTOX peut permettre de mettre en évidence ces 
mécanismes de résistance aux toxines de Bti. Lors de ma thèse, j’ai tout d’abord utilisé la 
puce à ADN ‘Aedes Detox Chip’ développée au Royaume Uni par Strode et al. 2007 afin 
d’étudier l’expression des gènes codant pour les enzymes de détoxication chez mes deux 
souches de moustique. Ensuite, j’ai utilisé une nouvelle technologie de séquençage à très haut 
débit (Solexa) pour étudier comparativement l’ensemble du transcriptome des ces deux 
souches. 
 
III.1- Analyse comparative de l’expression des enzymes de détoxication  
III.1.1- Mesure de l’expression des gènes codant pour des enzymes de détoxication 
Plusieurs gènes codant pour des enzymes de détoxication sont localisés sur les même 
supercontigs que les outliers identifiés par scan génomique. Cinq monooxygénases à 
cytochrome P450 (AAEL001807, AAEL002633, AAEL002638, AAEL003380 et 
AAEL003399), 5 carboxylestérase (AAEL002367, AAEL002376, AAEL002378, 
AAEL002385 et AAEL002391) et 1 glutathion S-transférase (AAEL000092) sont localisés 
sur 4 des 41 supercontigs contenant un marqueur outlier DArT. De même, le supercontig 
1.174 contenant le loci outlier AFLP 394 contient également 3 gènes codant pour des P450s : 
les gènes AAEL005775, AAEL005771 et AAEL005788. 
 






L’implication de cytochromes P450 dans la résistance au Bti n’a encore jamais été 
démontrée. Cependant, chez le Lépidoptère Choristoneura fumiferana, une augmentation de 
l’expression de sept gènes codant pour des cytochromes P450 a été mise en évidence après 
une exposition sub-létale à la toxine Cry1A (van Munster et al. 2007). De plus, d’autres 
enzymes de détoxication comme les estérases peuvent être impliquées dans les mécanismes 
de réparation cellulaire ou de séquestration des toxines Cry, et augmenter ainsi la résistance 
au Bt (Gunning et al. 2005, Meunier et al. 2006). Il apparait donc intéressant de vérifier si 
certains gènes codant pour des enzymes de détoxication (notamment ceux détectés par les 
outliers) sont sur-exprimés ou sous-exprimés chez la souche LiTOX résistante au Bti. Nous 
avons utilisé la puce à ADN ‘Aedes Detox Chip’ qui permet de mesurer chez Ae. aegypti des 
différences de niveaux de transcription entre deux échantillons pour 204 gènes de 
détoxification, incluant l’ensemble des gènes codant pour des monooxygénases à cytochrome 
P450, des glutathion S-transférases et des estérases. L’expression différentielle de chacun de 
ces 204 gènes et de 29 gènes de contrôle est mesurée quatre fois par puce (quatre spots 
d’ADN par gène). Les hybridations ont été effectuées au sein du laboratoire qui a développé 
cette puce, la « Tropical School of Medicine » à Liverpool (Royaume Uni). 
 
Les extractions d’ARN ont été effectuées à partir de lots de 30 larves avec le Kit 
commercial « PicoPureTM RNA isolation » (Molecular Devices). Trois réplicas biologiques 
ont été utilisés pour chacune des deux souches testées. Une étape de digestion par une DNase 
(RNase-free DNase Set, Qiagen) a permis d’éliminer l’ADN génomique encore présent dans 
les extraits d’ARN totaux. Les ARN messagers ont ensuite été amplifiés grâce à l’utilisation 
d’une T7-ARN polymerase à l’aide du Kit « RiboAmpTM RNA amplification » (Molecular 
Devices). A chaque étape, la quantité et la qualité des ARN ont été mesurées par 
microspectrophotométrie avec le NanoDrop ND-1000 (NanoDrop Technologies). Pour 
chaque hybridation, 8 µg d’ARN amplifiés sont rétrotranscrit en ADNc. Lors de cette étape, 
les ADNc de l’une des deux souches sont marqués avec un fluorophore vert (Cyanine3-
dUTPs), tandis que l’ADNc de l’autre souche est marqué en rouge (Cyanine5-dUTPs). Les 
cDNA marqués des deux souches sont ensuite hybridés de manière compétitive sur une puce 
‘Aedes Detox Chip’. Pour chaque réplica biologique, deux hybridations ont été effectuées en 
intervertissant le fluorochrome entre les souches (« dye swap ») : un total de 6 hybridations 
effectué pour comparer les deux souches d’Ae. aegypti étudiées 
 






L’obtention des données brutes a été effectuée grâce au logiciel Genepix 5.1 (Axon 
Instruments). Le principe est de mesurer la fluorescence émise pour chaque spot d’ADN 
présent sur la puce et pour chaque souche et de les superposer. On obtient alors une image 
composée de spots de couleur allant du vert (ADNc de la première condition est majoritaire) 
au rouge (ADNc de la deuxième condition est majoritaire) en passant par le jaune (les ADNc 
issus des deux conditions sont hybridés en quantité égale). La normalisation et l’analyse 
statistique a ensuite été effectuée à l’aide du logiciel Genespring 6.1 (Agilent Technologies). 
Pour chaque puce, les quatre réplicas de chaque gène ont été regroupés et l’expression 
différentielle entre les deux souches a été exprimée sous forme d’un rapport de niveau de 
transcription. La significativité des rapports obtenus pour chaque gène sur les 6 hybridations a 
été testée avec un test t de Student (avec correction multiple). Les gènes montrant un rapport 
de transcription supérieur à 2 (sur-exprimés au moins deux fois chez la souche LiTOX) ou 
inférieur à 0.5 (sous-exprimés au moins deux fois chez la souche LiTOX) et une P-value du 
test de Student inférieur à 0.01 après correction ont été considérés comme significatifs. 
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Figure 7 : Exemple d’une image de la puce « Aedes Detox Chip » obtenue lors de cette expérience (à 
gauche), et « Volcano-plot » indiquant le rapport de transcription et leur significativité obtenus pour 
les 144 gènes analysés (à droite). Les gènes significativement sous-exprimés sont entourés en rouge. 
 
Au total 144 gènes sur 204 ont montré des niveaux de transcription suffisants pour leur 
analyse. Parmi eux, aucun n’est sur-exprimé plus de deux fois chez la souche LiTOX par 
rapport à la souche sensible. Trois gènes codant pour des P450s sont cependant 






significativement sous-exprimés plus de deux fois chez la souche LiTOX : le gène CYP6Z6 
est sous-exprimé plus de 3 fois et demi, et les gènes CYP6Z7 et CYP304C1 sont sous-
exprimés deux fois et demi environ (figure 7). Même si ils sont significatifs, ces rapports 
demeurent faibles. Malheureusement, les niveaux de transcription des trois gènes codant pour 
des P450 se trouvant sur le même supercontig que l’outlier AFLP 394 n’étaient pas suffisants 
pour qu’ils soient analysés et aucune donnée pour ces gènes n’a été obtenue avec cette 
méthode. 
 
Globalement, ces résultats indiquent que la résistance de la souche LiTOX aux toxines 
de Bti ne semble pas liée à la surexpression d‘enzymes de détoxification. Concernant la 
diminution des niveaux de transcription de certains P450s chez la souche LiTOX, il apparait 
difficile de relier directement ce phénomène aux mécanismes de résistance connus ou 
attendus. Bien que cela reste à démontrer, il semble plus probable que cet effet soit du à la 
dérive génétique ou à des effets pléïotropes (compensation) liés à la résistance. 
 
III.2- Analyse comparative de l’ensemble du transcriptome des souches 
sensible et résistante grâce au séquençage à très haut débit  
III.2.1- Séquençage du transcriptome 
 Une analyse globale des variations des niveaux de transcription des gènes entre les 
deux souches (Sensible et LiTOX) a ensuite été réalisée grâce à la technologie de Serial Gene 
Expression Analysis (SAGE) couplée au séquençage à très haut débit Solexa (illumina). Pour 
chaque souche, l’ARN total a été extrait pour trois réplicas de 30 larves avec le Kit 
PicoPure™ RNA isolation kit (Molecular Device). La quantité des ARN totaux a été mesurée 
par électrophorèse à capillaire grâce au Bioanalyzer 2100 (Agilent), puis, chaque échantillon a 
été dilué à 750 ng/µL. Les trois réplicas biologiques ont ensuite été mélangés en proportion 
égale. Les librairies de fragments de cDNA (tags) ont été préparés par la société Illumina en 
utilisant la méthode Digital Gene Expression Tag Profiling (DGETP, figure 8).  
 
Une fois les ARN totaux rétrotranscrits en ADNc, la méthode DGETP consiste à 
digérer les ADNc avec l’enzyme DpnII qui reconnait un site de restriction de 4 pb (GATC). 
Un adaptateur contenant un site de reconnaissance pour l’enzyme MmeI est ensuite ligué aux 
fragments de restriction. Enfin, l’enzyme de restriction MmeI est utilisée pour couper les 






fragments de restriction contenant la queue de poly A 20 pb en 3’ du site de reconnaissance 
contenu dans l’adaptateur. Cette méthode permet donc d’obtenir pour chaque transcrit 
possédant un site DpnII une séquence de 20 pb spécifique proche du site de polyadénilation 
(PolyA) entourée de deux adaptateurs connus. Ces séquences sont ensuite amplifiées par 





















1st and 2nd Strand cDNA Synthesis
Restriction enzyme digestion (DpnII)
GEX Adaptator 1 ligation






Figure 8 : Description de la méthode Digital Gene Expression Tag Profiling. 
 
III.2.2- Analyse des résultats  
 Le tri des fragments d’ADNc, leur localisation sur le génome d’Ae. aegypti (mapping), 
le regroupement des fragments par gène connus ou par régions génomiques (clustering) et les 
analyses statistiques ont été effectués à l’aide d’une approche bio-informatique développée au 
laboratoire par Eric Coissac et Christelle Melodelima. La purification du jeu de donnée brute 
a consisté à ne conserver que les séquences de 20 pb détectées de manière significative (au 
moins 20 séquences sur l’ensemble des échantillons). Ces séquences ont ensuite été localisées 
sur le génome d’Ae. aegypti (disponible sur http://www.ensembl.org) grâce au logiciel 
TagMatcher développé au laboratoire. Ce logiciel permet la localisation de séquences, en 
permettant des erreurs entre les séquences et le génome de référence utilisé, et la 
reconnaissance de celles-ci à de multiples positions dans le génome. Seules les séquences 






localisées à une position unique dans le génome et possédant 0 ou 1 erreur par rapport à la 
séquence de référence ont été conservées pour les analyses d’expression. Toutes les séquences 
localisées dans le même gène ont été ensuite regroupées et additionnées pour obtenir un 
nombre de séquence par gène et par souche testées. Les séquences qui étaient localisées dans 
des régions non annotées du génome ont été regroupées en clusters : un cluster comprend 
toutes les séquences localisées sur le même brin et distantes de moins de 500 pb. 
 
Les rapports de transcription (LiTOX/sensible) pour chaque gène et chaque cluster ont 
été calculés après normalisation par le nombre total de séquences obtenues par souche, puis 
transformés en log10 pour les analyses statistiques. La probabilité que le rapport de 
transcription soit différent de 1 a été calculée grâce à un test t de Fisher après corrections 
multiple de Holm. Les niveaux de transcription des gènes (ou clusters) ont été considérés 
significativement différents entre la souche LiTOX et la souche sensible lorsque les p values 
du test de Fisher étaient inférieures à 0.001 et les rapports d’expressions supérieurs 3 (sur-
exprimés 3 fois chez la souche LiTOX) ou inférieurs à 0.33 (sous-exprimés 3 fois chez la 
souche LiTOX). 
 
III.2.3- Résultats et interprétation  
III.2.3.1- Analyse globale  
Au total, 4 347 110 séquences ont été obtenues pour la souche sensible et 2 250 845 
pour la souche LiTOX (tableau 3). Ces séquences sont réparties en 12 877 régions 
génomiques (clusters). Parmi ces clusters, 7 965 (62 %) sont localisés dans 6 434 gènes 
annotés du génome d’Ae. aegypti et 4 912 (38 %) sont localisés dans des régions du génome 
non annotées. Nos premières analyses montrent qu’une partie importante de ces fragments 
pourrait représenter des gènes non encore identifiés et annotés dans le génome, ou bien des 
ARN de régulation non codants. 
 
Parmi les 6 434 gènes dont l’expression a été détectée (Figure 9), 843 (13 %) ont 
montré un niveau de transcription significativement différent entre les deux souches (p value 
< 0.001). Parmi ces gènes, 78 sont sur-exprimés plus de 3 fois et 254 sont sous-exprimés plus 
de 3 fois chez la souche LiTOX. Ces 332 gènes seront considérés comme ayant une 
expression différente entre la souche sensible et la souche LiTOX. 
 






Tableau 3 : Nombre de séquences, de clusters et de gènes identifiés lors de l’analyse. 
Séquences totales sensible 4 347 110
LiTOX 2 250 845
Séquences localisés sur le génome sensible 2 063 118
LiTOX 1 075 613
Séquences localisés dans les gènes sensible 1 721 172
LiTOX 916 135
Clusters total 12 877 
diff. significative 1 291
sur-exprimé 463
sous-exprimé 828




Gènes significatifs et avec une différence total 332
d'expression de 3 fois ou plus sur-exprimé 78
sous-exprimé 254
Gènes candidats total 12
sur-exprimé 2
sous-exprimé 10  
L’expression de ces gènes varie entre une sur-expression de 40 fois chez la souche 
LiTOX par rapport à la souche sensible et une sous-expression de 114 fois chez la souche 
LiTOX. Le niveau d’annotation actuel du génome d’Ae. aegypti n’a pas permis d’établir de 
fonction pour 109 de ces gènes (Hypothetical conserved protein). 
 
Figure 9 : Distribution des ratios d’expression (exprimés en log) entre la souche LiTOX et la souche 
sensible, et de leur significativité. 






III.2.3.2- Genes candidats 
Les niveaux d’expression de 49 des 300 gènes candidats pouvant être potentiellement 
impliqués dans la résistance aux toxines du Bti ont ensuite été comparés entre la souche 
LiTOX et la souche sensible. Les gènes candidats non analysés représentent soit des gènes 
insuffisamment exprimés ou ne possédant pas de site DpnII et qui n’ont donc pas produit de 
séquences, soit des gènes appartenant à des familles multigéniques proches génétiquement et 
pour lesquels les séquences obtenues n’ont pas pu être localisées sans ambiguïté dans le 
génome d’Ae. aegypti. En effet, seul les fragments attribués à une seule localisation dans le 
génome  ont été retenus pour les analyses (tableau 1).  
Parmi les 49 gènes candidats analysés, 12 ont montré des différences de niveau de 










Figure 10 : Nombre de gènes candidats non analysés (en bleu), sous-exprimés chez la souche LiTOX 
(en rouge), sur-exprimés (en violet), et ne montrant pas de différence significatives entre la souche 
sensible et la souche LiTOX en vert. 
 
Deux gènes codant pour des trypsines (AAEL005603 et AAEL008097) apparaissent 
sur-exprimés 14 et 4 fois respectivement chez la souche LiTOX en comparaison de la souche 
sensible. De nombreuses sérines protéases comme les trypsines ou les chymotrypsines 
produites dans le tube digestif des larves d’insectes sont impliquées dans l’activation, mais 
aussi dans la dégradation des toxines du Bt (Pang & Gringorten 1998, Bah et al. 2004). Un 
gène codant pour un inhibiteur de sérines protéases (AAEL013933) est également sous-
exprimé 5 fois chez la souche LiTOX. La sous-expression de certains inhibiteurs de protéases 
entraine également une augmentation des activités protéasiques de dégradation et la résistance 
aux toxines du Bt (Shao et al. 1998). C’est le cas par exemple chez le Lépidoptère Spodoptera 
littoralis, où l’augmentation du niveau d’inhibiteurs de protéases induit une augmentation de 
l’activité de dégradation et à l’inactivation des toxines Cry1C (Keller et al. 1996). 






Trois gènes codant pour des sérines protéases apparaissent aussi sous-exprimés chez la 
souche LiTOX : les gènes AAEL000074, AAEL000028 et AAEL010139 sous-exprimés 3, 4 
et 6 fois respectivement. La famille des sérines protéases comprend entre autre des trypsines 
et des chymotrypsines, ces gènes peuvent donc être impliqués dans l’activation des toxines du 
Bti. 
 
Trois gènes codant pour des aminopeptidases (AAEL009764, AAEL007892 et 
AAEL002978), un gène codant pour une alkaline phosphatase (AAEL003298), sont 
également sous-exprimés 3, 4, 4 et 5 fois respectivement chez la souche LiTOX. Les 
aminopeptidases et les alkalines phosphatases ont été décrites comme des récepteurs 
membranaires de nombreuses toxines du Bt chez les Lépidoptères et les moustiques 
(Fernandez et al. 2006, Abdullah et al. 2006, Bravo et al. 2007, Zhang et al. 2008). La 
diminution du nombre de récepteurs membranaires est un mécanisme de résistance aux 
toxines du Bt (Griffitts et al. 2005, Barrows et al. 2006). Par exemple, la diminution du 
nombre de phosphatases alkalines chez le Lépidoptère Heliothis virescens est directement 
corrélée avec la résistance à la toxine Cry1A (Jurat-Fuentes & Adang 2004). 
 Deux gènes codant pour des actines (AAEL001673 et AAEL005961) sont sous-
exprimés 4 fois chez la souche LiTOX. La famille des actines sont des éléments 
intracellulaires impliqués notamment dans le maintient des microvillosités des cellules 
épithéliales. Même si leur rôle dans la toxicité des toxines Cry reste encore peu connu, les 
actines peuvent fixer la toxine CryIA chez Heliothis virescens (McNall & Adang 2003, 
Krishnamoorthy et al. 2006) et semblent impliquées dans l’activation des voies de mort 
cellulaire (Zhang et al. 2005). Une diminution d’expression de certains gènes codant pour des 
actines pourrait donc limiter les processus d’apoptose induits par les toxines Cry. 
 
III.2.3.3- Autres gènes 
Seulement quatre gènes codant pour des enzymes de détoxication (sur 107 gènes de 
détoxification détectés par cette méthode) montrent des différences de niveau de transcription 
entre les deux souches sensibles et LitTOX. Aucun de ces gènes n’est présent sur la puce à 
ADN « Aedes Detox Chip » précédemment utilisée. Deux gènes codant pour des P450s 
(AAEL009129 et AAEL014609) sont 6 fois sur-exprimés et sous-exprimés respectivement, et 
un gène codant pour une GST (AAEL006829) est sous-exprimé 21 fois. Les P450s et les GST 
jouent un rôle dans la dégradation de nombreux insecticides (Scott 1999, Ranson & 






Hemingway 2005), cependant, leur implication dans la résistance aux toxines du Bt n’a jamais 
été mise en évidence. Ces différences d’expression pourraient être dues à des réponses au 
stress induit par la toxicité du Bt, à des effets épistatiques avec les gènes de résistance au Bt 
ou à la dérive génétique. Un gène codant pour une estérase (AAEL000904) semble aussi sur-
exprimé environ 4 fois chez la souche LiTOX. Les estérases peuvent être impliquées dans la 
séquestration des toxines Cry ou dans des mécanismes de réparation cellulaire, une 
augmentation de leurs activités pouvant augmenter la résistance aux toxines Cry (Gunning et 
al. 2005, Meunier et al. 2006). 
 
Une analyse plus fine des 320 gènes non identifiés comme candidats à la résistance 
aux toxines de Bti et montrant une différence d’expression entre la souche sensible et la 
souche LiTOX est en cours et ne sera pas présentée dans ce manuscrit. Tout d’abord, la 
fonction des gènes non connus dans le génome d’Ae. aegypti pourra être étudiée en 
recherchant des gènes orthologues chez d’autres organismes mieux annotés (par exemple avec 
le logiciel g:profiler (Reimand et al. 2007) disponible sur 
http://biit.cs.ut.ee/gprofiler/welcome.cgi). L’objectif est ensuite de grouper les gènes connus 
suivant leurs fonctions et de comparer les patterns de transcription de ces groupes 
fonctionnels entre les deux souches. Enfin, il sera intéressant de vérifier si la distribution dans 
le génome des gènes qui sont transcrits différemment entre les deux souches est aléatoire ou si 
ceux-ci sont regroupés dans certaines régions du génome.  
 






Chapitre 4- Coût de la résistance au toxines du Bti 
 
I- Présentation de l’étude et principaux résultats 
Le coût de la résistance est un facteur important pour la mise en place de stratégies de 
traitement limitant l’évolution de la résistance dans les populations naturelles. D’un point de 
vue adaptatif, les effets pléïotropes liés à la résistance représentent également un exemple de 
choix pour l’étude des compromis entre des caractères phénotypiques antagonistes. Ainsi, une 
analyse du coût de la résistance aux toxines du Bti exprimé dans la souche LiTOX a été 
effectuée par deux méthodes complémentaires (article 6 : Parsi et al., en préparation) :  
• par comparaison de 14 traits phénotypiques et morphologiques entre la souche 
sensible et la souche LiTOX, 
• par l’évaluation de la réduction du niveau de résistance de la souche LiTOX en 
absence de traitement pendant plusieurs générations. 
 
Des coûts significatifs ont été observés chez la souche résistante LiTOX sur 5 des 14 
traits phénotypiques comparés entre les deux souches. Ces traits sont répartis tout au long du 
cycle de vie du moustique. Les coûts les plus élevés concernent la longévité des œufs, avec 
une baisse de 69 % de la survie des œufs de la souche LiTOX par rapport à la souche sensible 
après 6 mois de stockage. Néanmoins, aucun coût sur la viabilité des œufs n’est observé 
lorsque ceux-ci sont conservés 2 semaines seulement. En régions tempérées, de nombreuses 
espèces de moustiques du genre Aedes résistent au froid sous forme d’œufs et aucune éclosion 
n’est observée durant les mois d’hiver. Une diminution significative de la survie des œufs des 
populations résistantes pourrait donc limiter l’évolution de la résistance d’une année sur 
l’autre. Dans les pays au climat chaud, les générations des moustiques du genre Aedes se 
succèdent souvent très rapidement, ne permettant probablement pas l’expression d’un coût 
important sur la longévité des œufs.  
 
Cette étude a également révélé un temps de développement larvaire allongé de 18 % 
chez la souche LiTOX par rapport à la souche sensible. Le temps de développement larvaire 
est le facteur principal influant sur le temps intergénérationnel, et, chez les espèces en 
expansion c’est une des composantes principales de la valeur sélective. De plus, chez les 






larves de moustiques évoluant dans des gîtes temporaires, un allongement du temps de 
développement augmente la probabilité d’assèchement des gîtes et de mort des larves.  
Enfin, un fort coût sur la fécondité des femelles a été observé chez la souche LiTOX 
dont les femelles pondent 40 % moins d’œufs en moyenne que celles de la souche sensible. 
La fécondité est directement liée à la fitness des individus et semble particulièrement affectée 
par la résistance aux toxines Cry avec 69 % des études détectant un coût de la résistance sur 
ce trait phénotypique (Gassmann et al. 2009).  
 
L’effet global des coûts sur l’évolution de la résistance a ensuite été mesuré chez la 
souche LiTOX maintenue pendant cinq générations sans sélection. Une baisse spectaculaire 
de la résistance au Bti a été observée lorsque la pression de sélection est absente, et un 
niveau de résistance comparable à la souche sensible témoin est atteint en seulement cinq 
générations. Au contraire, la résistance continue d’augmenter significativement lorsque la 
pression de sélection est maintenue chez la souche LiTOX. 
 
La baisse de la longévité des œufs de la souche résistante peut affecter 
significativement l’évolution de la résistance en peu de générations, car, une importante 
baisse de résistance est visible en seulement une seule génération lorsque les œufs sont 
stockés quatre mois. Ce coût est particulièrement intéressant pour limiter l’évolution de la 
résistance dans les régions tempérées où les œufs sont stockés plusieurs mois en hivers.   
 
La forte diminution de la résistance en absence de traitement est un facteur important 
pour l’application de stratégies de traitement comme les rotations ou la stratégie « haute dose 
refuge » qui permettent de limiter l’évolution rapide des résistances. 
 
II- Contribution scientifique sous forme d’article 
 
Article 6 : PARIS M, DAVID JP, DESPRES L. Resistance cost to Bacillus thuringiensis subsp 
israelensis toxins in the dengue vector mosquito Aedes aegypti. En préparation  
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ABSTRACT 
Sustainable insect vector disease control strategies involve delaying the evolution of 
resistance to insecticides in natural populations. The evolutionary dynamics of resistance in 
the field is strongly dependent on the fitness cost of resistance alleles. Fitness costs of 
resistance occur when, in the absence of insecticide treatment, fitness is lower for resistant 
than for susceptible insects. To succeed in managing resistance evolution in target species, it 
is not only important to evidence fitness cost in resistant insects, but also to determine at 
which insect’s life-stage it is expressed. Indeed, life-stage duration is likely to interfere with 
the climate, and fitness cost expression with the strategy adopted for treatments. Here we 
show that resistance costs to Bti toxins express at all life stages of the dengue vector Aedes 
aegypti, including egg survival, larval development time, and female fecundity. We show that 
the storage of eggs for four months is long enough to counter-select resistance alleles 
suggesting that Bti resistance is not likely to evolve in temperate climates where most 
mosquito species over-winter as eggs. In tropical regions with a rapid turn-over of 
generations, resistance alleles are counter-selected in only five generations without treatment 
through fitness costs expressed in terms of larval development time and female fecundity.  
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INTRODUCTION 
Insect disease vectors control is a major public health challenge, especially in the 
tropics where billions of people become infected with vector-born diseases each year, 
according to the World Health Organisation (2009). In temperate countries, the resurgence of 
new diseases is also of primary interest considering the presence of many potential disease 
vectors and the rapid expansion of new vectors such as Aedes albopictus involved in 
chikungunya transmission (Benedict et al. 2007). After the massive use of chemical 
insecticides since the fifties, the bacterio-insecticide Bacillus thuringiensis subsp. israelensis 
(Bti) represents a safe alternative and is now widely used for mosquito control (Lacey & 
Siegel 2000, Regis et al. 2001, Lacey 2007). 
During sporulation Bti produces four main insecticidal toxins specific to dipterans: 
Cry4A, Cry4B and Cry11A, and one cytolytic Cyt toxin (Cyt1A) (Schnepf et al. 1998, 
Crickmore et al. 1998). The mixture of four synergistic toxins is one of the main advantages 
of this insecticide to delay resistance apparition and evolution. Indeed, only moderate levels 
of resistance to all toxins mixture have been described after long-lasting treatments in natural 
populations or after intensive laboratory selection (Goldman et al. 1986, Becker & Ludwig 
1993, Georghiou & Wirth 1997, Saleh et al. 2003). In contrast, resistance to individual Cry 
toxins was shown to appear rapidly after exposition. It is the case, for example, for 
Lepidopteran pests resistant to transgenic crops expressing Cry toxin genes (Ferre & Van Re 
2002, Griffit & Aroian 2005), or for mosquitoes selected with only one or a subset of the four 
Bti toxins (Georghiou & Wirth 1997). Furthermore, recent studies suggest that resistance to 
Bti toxins could appear in natural mosquito populations (Paul et al. 2005, Boyer et al. 2007, 
Paris et al. in press). Resistance evolution is therefore of primary concern for the long term 
use of this bacterio-insecticide. 
When affecting major genes, resistance alleles may have pleiotropic effects and reduce 
the fitness cost in the absence of pesticides (Cousteau et al. 2000, Bourguet et al. 2004, 
Gassmann et al. 2009). The spread and the evolution of resistance in populations depend of 
the selective advantages linked to level of resistance but also of the negative fitness costs 
associated to the resistance. Indeed, the selective disadvantage induced by fitness cost of 
resistance can delay the evolution and the fixation of resistance in populations. Furthermore, 
the resistance cost on fitness is a key factor determining the choice of appropriate resistance 
management strategies (Lenormand et al. 1998, Roux et al. 2008). Among them, the “High-
Dose-Refuge” strategy is highly recommended to delay the evolution of pest resistance to 
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transgenic crops Cry toxins (Vacher et al. 2003, Tabashnik et al. 2005) and is widely applied 
in mosquito resistance control programs. The principle of this strategy is to conserve non 
treated refuges in proximity of treated areas to promote survival and dispersion of susceptible 
insects. Its success depends principally on the counter-selection of resistance alleles in refuges 
due to fitness cost. Alternatively, the treatment can be interrupted during a period of time, 
allowing the competition between susceptible and resistant phenotypes to slow down the 
evolution of the resistant alleles. 
Cost of insecticide resistance has been described both in selected laboratory strains 
and in field resistant populations (Bourguet et al. 2004, Gassmann et al. 2009). Resistance 
costs can be estimated by two major ways (Roux et al. 2005). The first one consists of the 
direct comparison of life-history traits associated to fitness, such as survival, reproduction or 
behavior, between susceptible and resistant individuals (Bourguet et al. 2004, Paris et al. 
2008, Gassmann et al. 2009). In mosquito species, resistances to chemical insecticides were 
shown to increase development time or to reduce survival, fecundity, wing length or mating 
success (De Oliveira et al. 2003, Bourguet et al. 2004, Berticat et al. 2008). The second one 
consists in monitoring the changes in resistance allele frequencies in space (through transects 
between resistant and susceptible populations, Lenormand & Raymond 2000) or in time 
(during several generations in absence of pesticide, Gilliland et al. 1998, Roux et al. 2005). 
The main advantage of this method is that it allows taking into account the fitness costs 
expressed during all the life-stages of the resistant phenotype (Gilliland et al. 1998). This 
method is particularly efficient to estimate resistance costs in laboratory strains for whose 
gene flow can be controlled. 
Costs of resistance to Cry toxins have been intensively studied in Lepidopteran or 
Coleopteran pests resistant to transgenic crops expressing Cry toxin genes (reviewed in 
Grassmann et al. 2009). About 70% of studies detected costs associated with Cry toxins 
resistances, affecting various phenotypic and life history traits such as development time, 
mass, survival or fecundity. In contrast, only one study of the fitness cost of resistance to Bti 
toxins was undertaken on a selected strain of Culex pipiens (Saleh 2003).  
In this study we evaluated the cost of resistance to Bti toxins in a laboratory Aedes 
aegypti strain (LiTOX) resistant to three Bti Cry toxins (Cry4A, Cry4B and Cry11A). First, 
we measured the resistance cost on 14 traits related to life-history and fitness by comparing 
their values in the LiTOX and in the susceptible strain. Second, we monitored the resistance 
level to Cry toxins during five generations without selection.  
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MATERIAL AND METHODS 
 
The resistant LiTOX strain 
The Aedes aegypti LiTOX strain used for this study has been selected for 22 generations with 
leaf litters containing Bti from the susceptible laboratory Bora-Bora strain (Paris et al. in 
prep). We measured the level of resistance of this strain to three main Bti toxins: Cry4A, 
Cry4B and Cry11A by using recombinant Bacillus thuringiensis var. israelensis strains 
obtained from the Pasteur Institute, Paris, France (Delécluse et al. 1993, Poncet et al. 1993) 
and from B. Federici (Wu et al. 1994). Toxins solutions were prepared from 72 hours 
incubation under agitation at 200 rpm and 30°C in 100 ml sporulation medium (Lecadet et al. 
1980). Spores and inclusions were harvested, washed a first time with a saline solution of 
NaCl 1M and EDTA 10mM, a second time with distilled water, and finally stored at -20°C 
until bioassays.  
The resistance levels to the Bti toxins Cry4A, Cry4B and Cry11 were determined with a 
minimum of five concentrations. The lethal dose for 50% of individuals after 24h exposure 
(24h-LD50) was calculated using the Log-Probit module of XLSTAT software (Addinsoft). 
The resistance ratio (RR) of the LiTOX strain was calculated by dividing its 24h-LD50 with 
the value obtained for the susceptible strain.  
 
Resistance cost on fitness components 
To assess the pleiotropic fitness costs associated to Bti toxin resistance, 14 traits related to 
life-history and fitness were measured for the susceptible and the LiTOX strains. For all 
experiments, larvae developed in standard insectarium conditions (27°C, 8h/12h light/dark 
period and 80% relative humidity), at low density and with excess food in order to minimize 
intraspecific competition. 
- Egg viability  
Egg viability was calculated as the percentage of egg hatching 10 days after water immersion. 
Eggs were conserved on dry paper in standard conditions (27°C and 80% relative humidity) 
before experiments. Egg viability was first measured after only two weeks conservation on a 
total of 1500 eggs for the susceptible and LiTOX strains, divided in 3 replicates for each 
strain. This trait represents adults fertility. Second, in order to evaluate egg resistance to long 
term storage, mortality rates were calculated after six months storage in standard conditions. 
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A total of 1720 eggs for the susceptible strain and 6800 eggs for the LiTOX strain were used, 
divided in 4 and 12 replicates respectively.  
- Mortality rate during development 
For each strain, three replicates of 500 eggs were immerged in 10 litters of tap water. 
Mortality rates (in %) were calculated for larvae and pupae.  
- Development time 
The total development time was measured as the number of days between egg immersion in 
water and adult emergence. Total development time was decomposed into larval and pupal 
development time. Larval development time was measured as the number of days between the 
water immersion and the pupal stage. Pupal development time was measured as the number of 
days between the pupa and adult emergence. Total and larval development times were 
determined for three replicates of 500 individuals per strain. Development time was measured 
individually for 270 and 659 pupae of the susceptible and the LiTOX strain respectively. 
- Sex-ratio 
The sex of each individual was determined after adult emergence from three replicates of 500 
larvae per strain. The proportion of females was calculated for each strain. 
- Adult survival  
Adult survival was measured as the number of days between adult emergence and 
death. Adults were provided with water only to exclude the effect of adult feeding on 
longevity. Adults found accidentally dead in rearing cups were discarded from the analysis. 
Adult survival was determined for 126 and 203 males, and for 96 and 205 females of the 
susceptible and the LiTOX strains respectively.  
- Female fecundity 
After adult emergence, three and six groups of 20 females of susceptible and LiTOX strains 
respectively were disposed in cages. In each cage a larger number of males (30) were added to 
ensure the reproduction of all females. Females were blood fed every 5 days after emergence. 
Female fecundity was estimated by the number of eggs laid by a female 20 days after adult 
emergence. For each cage, blood feeding and egg laying started 5 days after adult emergence 
and were repeated every 5 days, three times successively.  
- Female wing length 
Wing length was measured to the nearest 0.1 mm using an optical binocular for 51 susceptible 
and 85 LiTOX females. 
- Statistical analysis 
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The strain effect on each of the 14 fitness components was assessed using a 
generalized linear model (GLM). Statistical analyses were performed using R software 
version 2.5 (R Development Core Team 2005). When a significant difference between 
susceptible and LiTOX strain was observed for a trait, the cost associated was calculated as: 
c = | susceptible mean trait – selected mean trait | / susceptible mean trait 
 
Monitoring resistance evolution in absence of selection pressure 
To measure the effect of resistance costs on the evolution of resistance to Bti, five 
successive generations were maintained without selection pressure (WS strain, fig. 1). At the 
first generation, the WS strain was introgressed with 2.5% of susceptible Bora-Bora 
mosquitoes. This introgression rate is the same as performed at each generation of selection in 
the selected LiTOX strain. The introgression was not maintained in the WS strain in order to 
measure only the expression of resistance costs. The average generation turnover was 30 days, 
including one week egg storage.  
 To measure the effect of egg differential survival on resistance level we stored eggs 
from the first generation of the WS strain during four months to give rise to generation WS 
G2bis (Fig. 1).  
Larval tolerance to Bti (Vectobac WG®, 3500 ITU/mg, International Toxic Units, 
Abbott Laboratories) was monitored for the five successive generations of WS strain, for the 
generation after egg storage (WS G2bis), and for two new generations of selection of the 
LiTOX strain. Larval tolerance was tested at the diagnostic dose of 0.25mg/L using standard 
bioassay procedure described by the World Health Organization (WHO, 2005). Bioassays 
were performed in plastic cups containing 20 calibrated 4th-instar larvae in 50 mL of Bti 
solution or tap water for negative controls. All bioassays were replicated eight times. The 
difference between each WS generation and the susceptible strain was assessed by an analysis 
of variance (ANOVA) and a Tukey pairwise comparisons test with R software version 2.5 (R 
Development Core Team 2005). 
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RESULTS 
Resistance levels to Cry toxins 
The LiTOX stain appeared more resistant than the susceptible Bora-Bora strain to the three 
Cry toxins tested. The RR50 ratios at the 22th generation were 34.6-fold, 11.1-fold and 6.3-fold 
for Cry4A, Cry4B and Cry11 respectively (Table 1).  
 
Resistant cost expression on life history and fitness traits 
The measures and estimates of resistance costs to Bti toxins on 14 fitness components are 
presented in Table 2. When comparing the susceptible and the resistant LiTOX strain, 5 out of 
14 (36%) fitness components were found to be affected by the resistance to Bti toxins. Cost 
values ranged from 9.6 % for the total development time in males to 68.7 % for resistance of 
eggs to long term storage. Resistance costs expressed at various stages of mosquito’s life 
history and affected egg, larval and adult traits. Female fecundity, a trait strongly linked to 
fitness, decreased by 39.9% in the LiTOX strain.  
 
Resistance decrease after five generations in absence of selection pressure 
In absence of selection, the mortality in bioassays with Bti increased by 8% on average per 
generation in the WS strain (fig. 2). After five generations without selection, the WS strain 
reached the mortality level of the susceptible strain (Diff = 0.5, P = 0.99) (fig. 2). By contrast, 
the mortality level decreased when selection pressure was maintained during two generations 
on the LiTOX strain. When eggs were stored during four months, the mortality level of WS 
G2bis increased from 55% to 76% in only one generation without selection (fig. 3). 
 





Chapitre 4 – Article 6 
DISCUSSION 
 
Fitness cost associated with Bti resistance 
Out of the fifteen fitness traits analysed, five were significantly affected in the resistant 
strain: egg survival to long-term storage, larval development time, total development time for 
both sexes, and female fecundity.  
Female fecundity decreased by nearly 40% in the resistant stain, but wing length was 
not affected by resistance. Wing length was shown to be an accurate predictor of body size 
and of fecundity in mosquitoes, including several Aedes species (Packer and Corbet 1989; 
Briegel 1990; Blackmore and Lord 2000; Mori et al. 2008; Leisnham et al. 2009). Large 
females usually have large wings and lay more eggs, and this relationship was shown to be 
directly related to the environmental conditions encountered during larval development such 
as food availability and larval density (Strickman and Kittayapong 2003). In studies 
evaluating the cost of resistance to insecticides in mosquitoes, the resistant phenotype usually 
exhibit smaller wing length (Bourguet et al. 2004) but this is not always the case. In a recent 
study on Ae. aegypti populations from Mexico, females surviving exposure to spinosad, a bio-
insecticide produced during the fermentation of a soil actinomycete, had slightly larger wings 
and higher fecundity, but lower fertility (egg hatching) than unexposed females (Antonio et al. 
2009). In the present study, resistant female wing length was unchanged, female fecundity 
was strongly decreased, while fertility was not affected. We observed very little variation in 
wing length within and between the two strains, perhaps because larval development took 
place at low larval densities, without food limitation. The observed dramatic decrease in 
resistant females’ fecundity is therefore not explained by a smaller body size. Other 
explanations involve pleiotropic effects on reproduction of genes involved in resistance. For 
example, mutations in the toxin-binding insect’s gut receptors or in enzymes involved in pro-
toxin activation may protect insect against Bti toxins but modify their normal physiological 
role, thereby affecting all the mosquito life-stages and adult fecundity. Larval selection with 
Bti in Culex pipiens for 20 generations caused a 44.8% reduction in female fecundity, but no 
significant reduction in fertility (Saleh et al. 2003), as found in the present study. Adult 
longevity was not affected in the Culex pipiens selected strain, as found for our Ae. aegypti 
selected strain. Another similarity between the two studies is that the level of resistance to 
commercial Bti was about the same in the selected Culex and Aedes strains (about 2-fold 
resistance). All these similarities suggest that the resistant mechanisms evolved against Bti 
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toxins might be similar in Culex and in Aedes. Unfortunately, the study on Culex pipiens did 
not include the other fitness traits we measured in Ae. aegypti. 
Although fertility (i.e. egg hatchability) did not differ between strains, egg survival 
decreased by 68% in the resistant strain after 6 months storage. This lower tolerance to 
desiccation could reflect a lower maternal investment in egg quality. Low tolerance of eggs to 
long periods of desiccation is likely to strongly lower fitness of resistant individuals in 
temperate climates where the cold period is typically longer than 6 months, and where most 
Aedes species over-winter as eggs.  
Total development time increased by about one day in the selected strain in males, and 
by nearly two days in females. This increase was mostly due to an increase in larval 
development time, since pupal duration was not significantly different between the strains. A 
genetic trade off between larval development time and adult size was found in Anopheles 
gambiae (Lehmann et al 2006), with a longer development time associated with a smaller 
adult size. We did not found such trade-off: a longer development time in the Ae. aegypti 
LiTOX strain did not result in a wing length (surrogate for adult size) different from the 
susceptible strain. The increase in larval development time observed in the resistant strain 
could be linked to the gut injuries inflicted by Bti toxins binding, gut epithelium repair 
necessitating a reallocation of resources, and a longer development time to reach the pupal 
stage. In support to this hypothesis, an increase in larval development time was observed in 
the spruce budworm Choristoneura fumiferana fed on sublethal dose of Bt toxin (Bauce et al. 
2002). Increase in larval development time in the resistant strain represented a fitness cost of 
17.3%. Variation in larval development time is the primary source of variation in mean 
generation time in natural populations of mosquitoes (Moeur and Istock 1980), and mean 
generation time is a fundamental component of fitness, especially in expanding populations 
(Charlesworth 1980).  
The number of studies testing for fitness costs associated with resistance to Bt toxins 
has considerably increased over the past 20 years due to the increasing use of Bt sprays and Bt 
crops in agriculture (Gassmann et al 2009). In a recent meta-analysis of 77 studies including 3 
species of chrysomelid beetles and 14 moths resistant to Bt crops, fitness costs were detected 
in 62% of selection experiments and 34% of fitness component comparisons. Mean fitness 
costs were 15.5% for survival, 7.4% for development time and 2.5% for mass. By 
comparison, we found no fitness cost on adult survival or size, but a 68% cost to long-term 
egg survival, a 17.3% cost for development time, and nearly 40% cost for female fecundity. 
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Interestingly, the only study so far that has evaluated Bti resistance fitness cost was performed 
on Culex pipiens (Saleh et al. 2003) and found costs of similar magnitude on similar traits we 
observed in Aedes.  
The genetic background is known to influence the expression of fitness costs due to 
epistatic interactions (Roux et al. 2005b; Paris et al. 2008; Vila-Aiub et al. 2009), and 
differences in traits can be due to different genetic background between the compared 
lineages. In the present study, we compared a recently selected strain with its progenitor. The 
common genetic background between the two strains avoid biases due to interaction between 
resistant alleles and other genes, and differences in the measured traits are likely to be linked 
to Bti resistance. 
 
Resistance cost and decrease of Bti resistance in absence of selection 
A decrease in Bti resistance was observed in the LiTOX strain in absence of selection 
pressure. The costs of resistance are so high that in only five generations without selection, 
the level of resistance reached the level of resistance of the susceptible strain. Selection 
experiments provide a global measurement of fitness cost expressed per generation, by 
summing costs across all fitness components. This rapid decline in resistance we observed in 
laboratory conditions is promising by opening perspectives to efficient managing strategies. 
However, compensatory mutations decreasing fitness costs are likely to be selected for, 
especially in natural populations with a large standing variation. The selection of allelic 
combinations conferring both resistance and reduced fitness costs from genetic diversity 
already present within the population is the first mechanism to act in recently treated areas. 
Then, new mutations decreasing fitness costs can appear and accumulate. Finally, the 
replacement of the costly resistant allele by a less costly resistant allele can occur at the same 
or at another locus (Roush and McKenzie 1987; Labbe et al. 2009). In Culex pipiens both 
allele replacement and new resistance mechanisms were successively selected in only 20 
years in French local populations treated with organophosphate insecticides (Guillemaud et al. 
1998, Labbe et al. 2007). In our case, the probability of apparition of such new compensatory 
mutations is limited due to the low number of generations and effective population size.  
 
Expression of resistance costs in natural populations 
The variation in fitness traits measured in the laboratory may be more or less costly 
depending on the ecological conditions experienced in the field. For example, in temperate 
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regions, eggs will usually persist for a long time in the environment (usually during winter), 
and the fitness cost in terms of egg survival to long-term storage will express. In contrast, it is 
presumably of lower importance in tropical regions where the successive mosquito 
generations usually do not require egg diapause. However, in tropical regions with many 
successive generations, the costs on larval development time and female fecundity will be 
expressed. Finally, for a similar period of time (6 months in our study), the resistance level is 
decreased down to the level of the susceptible strain in both environments, even-though 
different fitness costs are expressed and involved in the counter-selection of resistant 
individuals. 
The fitness costs were measured in laboratory optimal breeding conditions in the 
laboratory (no food limitation, optimum breeding temperature…), that are not representative 
of the conditions encountered in the field. Indeed, fitness costs are likely to be under-
estimated in optimal conditions because stressing environments and/or limited resources 
might be more deleterious for resistant individuals (Kishony and Leibler 2003; Hardstone et 
al. 2009). For example, higher fitness costs were observed for caterpillars fed on host plants 
than on artificial diet (Gassmann et al. 2009), and the magnitude of resistance costs associated 
with Bt resistance in the generalist Lepidopteran herbivore Trichoplusia ni was shown to vary 
with the host-plant (Janmaat and Myers 2005).  
Furthermore, fitness costs are differentially expressed depending on interactions with 
other organisms such as predation, parasitism or competition, and ecological fitness costs can 
be more apparent in natural population under strong competitive conditions (Bourget et al. 
2004; Vila-Aiub et al. 2009). In the presence of larval predators or parasites, a delay in 
development is likely to lower the probability of surviving the larval stage (Agnew and Koella 
1999; Yan et al. 1997), hence decreasing even more the fitness of the resistant phenotype than 
measured in laboratory conditions. Therefore, an increase in the larval development time 
should be more deleterious for mosquito populations submitted to intense predation or 
parasitism pressure.  
 
Strategies of treatment and resistance monitoring  
Although commercial Bti mixture is a combination of several toxins, the evolution of 
resistant alleles in treated populations will probably occur soon or late, in the absence of 
managing strategies to slow down their frequencies. The high cost of resistance to Bti 
expressing at various mosquito life stages opens perspectives for managing Bti resistance 
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before the resistant alleles spread into populations. The cornerstone of resistance management 
is the ‘high dose-refuge’ strategy in which some sites are massively treated while adjacent 
sites remain untreated, allowing the persistence of a population of susceptible insects. This 
strategy is particularly efficient when resistance is at least partly recessive, and relies on the 
competitive superiority of susceptible individuals in non-treated sites (due to the cost of 
resistance) that will invade adjacent treated areas, mating to the few surviving resistant 
individuals. The success of this strategy therefore depends on the cost of resistance, the 
dominance level of the resistant alleles, and the migration rate of insects between untreated 
and treated sites. This later will determine the proportion of refuges required, and their spatial 
arrangement. The size and disposition of these refuges have been heavily modelled but only in 
situations involving a single, bi-allelic resistance locus (Tabashnik and Croft 1982; Onstad 
and Gould 1998; Lenormand and Raymond 1998; Caprio 2001). In the case of resistance to 
Bti, a mixture of toxins with various mechanisms of action, the resistance is likely to involve 
many unlinked loci with various levels of dominance (Bonin et al 2009; Paris et al 2010). The 
selection of fully resistant genotypes is likely to take a longer time than in the case of 
monolocus resistance, because of recombination disrupting advantageous resistant allele 
combinations at each generation. Indeed, even under strong selective pressure in the 
laboratory, the response to selection in the LiTOX strain does not appear to slow down over 
time (about 10% less mortality per generation, Fig. 2), suggesting that resistant alleles are not 
yet fixed. However, the multi-genic basis of Bti resistance in Ae. aegypti is not a guarantee 
that resistance will not evolve in natural populations. Indeed, high resistance levels evolved in 
field Culex pipiens populations treated with Bacillus sphaericus, despite the fact that 
resistance involves at least two recessive loci. Complex interactions between these two loci 
appear to protect each recessive mutant from disappearing when both are rare, leading to a 
rapid increase in frequency of the resistant alleles in natural populations (Chevillon et al. 
2001). In the case of resistance to Bti in Aedes aegypti, the genes involved, and the dominance 
level of the resistant alleles are not yet known. Further characterization of mechanisms 
underlying resistance to Bti is essential for developing an efficient management of resistance 
in field populations.  
 
CONCLUSION 
Managing resistance to insecticides depends on associated fitness costs such that the 
frequency of resistance alleles will decline when selection is reduced by using insecticide 
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rotations, temporal refuges (periods without Bti treatment), or spatial refuges (areas not 
treated with Bti). We show that the storage of Ae. aegypti eggs for four months is long enough 
to counter-select resistance alleles suggesting that Bti resistance is likely to be slowed down in 
temperate climates, at least for mosquito species over-wintering as eggs. This could partly 
explain the lack of resistance detection in European countries using Bti since decades. The 
fitness costs we observed when relaxing the selective pressure are sufficient to counter-select 
resistant individuals in only five generations. This suggests that in tropical regions with a 
rapid turn-over of generations, only few generations without treatment would allow to limit 
resistance evolution. The possibility to easily counter-select resistant individuals taking 
advantage of the resistance costs expressed in tropical or in temperate environments opens 
optimistic perspectives to preserve the long term efficiency of this environmentally safe bio-
insecticide against mosquitoes. However, total lack of treatment against mosquitoes for 
several consecutive generations would not be possible in tropical regions where mosquitoes 
represent major threats to human health. So far, unlike in European countries where Bti is now 
the only insecticide allowed for mosquito control, tropical countries still use chemical 
insecticides against adult mosquitoes. Combining chemical insecticides against adults 
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FIGURE LEGENDS 
 
Figure 1: History and selection pressure submitted to the LiTOX, the WS and the WSbis 
strains.  
 
Figure 2: Evolution of mortality rate with and without Bti selection pressure during 5 
generations. 
 
Figure 3: Mortality rate of the WS and the WSbis strain compared to the susceptible 
strain after two generations without selection.  
 





Chapitre 4 – Article 6 
TABLES AND FIGURES 
Table 1. Lethal concentrations and resistance ratio of the liTOX strain to Bti toxins. 
toxin 
Total No. of 
larvae Strain LC50 IC 95% 
resistance 
ratio 
      
Cry4A 410 susceptible 25.063 (20.698 - 30.802) 34.6 
 500 LiTOX 866.332 
(547.599 - 
1785.178)  
      
Cry4B 400 susceptible 0.382 (0.302 - 0.481) 11.1 
 560 LiTOX 4.247 (3.274 - 5.667)  
      
Cry11 360 susceptible 8.791 (7.309 - 11.078) 6.3 
  550 LiTOX 55.76 (47.797 - 65.896)   
 
 
Table 2. Mean trait value and cost associated with Bti resistance for 14 life history traits. 
Fitness component  Susceptible (± SE)  LiTOX (± SE)  Cost value (%)   significance
Egg viability          
  Fertility (%)  79.73 (± 1.80)  82.53 (± 3.41)  ‐  NS 
  Viability after 6 months storage (%)  55.72 (± 16.08)  17.46 (± 4.67)  68.7  * 
           
Survival         
  Larval mortality (%)  0.17 (± 0.09)  0.16 (± 0.08)  ‐  NS 
  Pupal mortality (%)  0.83 (± 0.51)  0.98 (± 0.32)  ‐  NS 
  Adult survival of male (No. of days)  3.70 (± 0.14)  3.75 (± 0.07)  ‐  NS 
  Adult survival of female (No. of days)  5.17 (± 0.08)  5.20 (± 0.11)  ‐  NS 
      ‐   
Proportion of females  49.86 (± 4.83)  50.04 (± 0.65)  ‐  NS 
         
Development time         
  Larval (No. of days)  9.00 (± 0.17)  10.58 (± 0.17)  17.6  *** 
  Pupal male (No. of days)      ‐  NS 
  Pupal female (No. of days)  2.31 (± 0.05)  2.50 (± 0.04)  ‐  NS 
  Total male (No. of days)  9.90 (± 0.09)  10.85 (± 0.14)  9.6  *** 
  Total female (No. of days)  12.06 (± 0.41)  13.85 (± 0.17)  12.9  *** 
           
Female fecundity         
  No. of eggs laid after 3 weeks  210.43 (± 17.43)  144.52 (± 11.16)  39.9  *** 
           
Female wing length (mm)  3.33 (± 0.05)  3.30 (± 0.04)  ‐  NS 
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Chapitre 5- Génomique des populations du moustique Aedes 
rusticus traité depuis plus de 15 ans dans la région Rhône-Alpes 
 
I- Présentation de l’étude et principaux résultats 
En région Rhône-Alpes, l’Entente interdépartementale pour la démoustication (EID) 
s’occupe de démoustiquer et de gérer les espaces naturels sensibles. Afin de limiter les 
pollutions et les impacts négatifs sur les espèces non-cibles dans ces milieux, cette agence 
utilise depuis une vingtaine d’années le Bti pour les traitements anti-larvaires. Pour être 
démoustiquée, une commune doit adhérer et cotiser à cet organisme : la région Rhône-Alpes 
est donc composée de « patchs » de zones traitées et de zones non traitées au Bti. De plus, 
certains gîtes semblent favorables à la persistance, voire à la prolifération du Bti (article 1 : 
Tilquin et al 2008), ce qui est susceptible de favoriser l’apparition de résistances localement. 
Il est donc apparu intéressant de faire un état des lieux de l’évolution de la résistance dans la 
région. D’autre part, connaitre la structure des populations des espèces Rhône-Alpines et les 
flux de gènes entre les populations traitées et non traitées peut permettre d’estimer : 
- le potentiel de propagation des résistances à l’échelle de la région, 
- la possibilité de limiter l’évolution des résistances grâce aux flux d’allèles sensibles 
provenant des populations non traitées. 
 
L’espèce Rhône-Alpine Aedes rusticus a été choisie pour cette étude car c’est une des 
espèces de la région présentant des capacités de vol limitées et donc susceptible de présenter 
une structure à l’échelle régionale. De plus, on la retrouve dans des gîtes larvaires en sous-
bois où le Bti prolifère. Nous avons échantillonné pour cette étude 13 populations de cette 
espèce réparties sur cinq aires géographiques de la région Rhône-Alpes, incluant 7 
populations traitées depuis plus de 15 ans au Bti (article 7 : Paris et al., sous presse). 
 Les bioessais effectués sur ces populations ont montré une baisse globale de la 
sensibilité au Bti dans les populations traitées, cependant la différence entre les populations 
traitées et non traitées n’est pas  significative. 
 
Nous avons ensuite analysé la distribution de la variabilité génétique pour 155 
marqueurs AFLP dans les 13 populations. Nous n’avons observé ni structure géographique, ni 
isolement par la distance à l’échelle de la région Rhône-Alpes, avec globalement une faible 






différenciation génétique entre les populations (FST = 0.0366 ± 0.167). Contrairement à ce 
qui avait été décrit par observation directe des mouvements des adultes de cette espèce 
(Schäfer et al. 1997), les données génétiques indiquent la présence de fort flux de gènes entre 
les populations de la région Rhône-Alpes. Cependant, la plupart des FST par paire de 
population sont significatifs, ce qui suggère une structure en métapopulation pour cette 
espèce avec probablement de fort taux d’extinction et de recolonisation entre les gîtes 
larvaires. Enfin, aucune baisse de diversité génétique liée aux traitements n’a été observée en 
comparant les populations traitées et non traitées au Bti.  
 
En plus de l’étude de génétique des populations, les marqueurs AFLP ont été utilisés 
pour rechercher des traces de sélection liées au traitement au Bti. Pour cela, deux méthodes de 
détection d’outliers ont été utilisées tout d’abord sur l’ensemble des 13 populations, puis sur 
les 42 paires de populations traitées/non traitées, avec les logiciels Dfdist (Beaumont & 
Nichols 1996) et BayeScan (Foll & Gaggiotti 2008). Un locus a été considéré outlier lorsqu’il 
était détecté dans au moins cinq comparaisons indépendantes de populations traitées/non 
traitées. Au final, cinq loci outliers ont été détectés à 95% avec les deux méthodes. La mise 
en évidence de loci potentiellement sous sélection en relation avec les traitements au Bti 
semble indiquer que la sélection d’allèles de résistance à certaines toxines du Bti est en cours 
dans les populations naturelles bien que non encore décelable par des bioessais au Bti 
comprenant les six toxines en mélange. Les résultats obtenus en laboratoire sur la souche 
d’Aedes aegypti LiTOX peuvent appuyer cette hypothèse, car malgré une résistance de plus 
de 30 fois à la toxine Cry4A, cette souche montre une résistance de seulement 2 fois au Bti 
total. Dans l’avenir, il serait intéressant de tester la sensibilité des populations de moustiques 
de terrain à chacune des toxines individuellement plutôt qu’au Bti total afin de détecter 
l’apparition de résistances aux toxines du Bti.  
 
Les perspectives de ce travail sont également de séquencer les 5 loci outliers détectés 
chez l’espèce Ae. rusticus, de les replacer sur le génome d’Ae. aegypti. Cela permettrait de 
déterminer si les mêmes régions du génome sont  impliquées dans la résistance au Bti chez les 
populations de terrain et chez la souche de laboratoire LiTOX.  
 
 






II- Contribution scientifique sous forme d’article 
 
Article 7 : PARIS M, BOYER S, BONIN A, COLLADO A, DAVID JP, DESPRES L. (2010). Genome 
scan in the mosquito Aedes rusticus: population structure and detection of positive selection 
after insecticide treatment. Molecular Ecology 19, 325:337. 
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Discussion globale et perspectives 
 
Les objectifs de ma thèse étaient tout d’abord de caractériser la rémanence du Bti dans 
l’environnement et notamment son impact sur la résistance des larves de moustiques aux 
toxines de Bti en sélectionnant une souche d’Aedes aegypti au laboratoire. J’ai ensuite cherché 
à caractériser les bases génétiques de la résistance au Bti en utilisant plusieurs méthodes de 
génomique et de transcriptomique sur cette population sélectionnée en laboratoire et sur des 
populations naturelles Rhône-alpines d’Aedes rusticus traitées depuis plusieurs années avec 
des formulations commerciales de toxines de Bti. 
 
I- La rémanence du Bti dans l’environnement 
I.1- Impact du Bti commercial sur les écosystèmes 
Si la bactérie Bacillus thuringiensis est généralement considérée comme très peu 
compétitive dans les milieux naturels, il a été démontré dans certains sites de la région Rhône-
Alpes que le Bti commercial utilisé pour la démoustication pouvait proliférer, 
s’accumuler et entrainer une toxicité larvaire des litières végétales en décomposition dans les 
gîtes à moustique plusieurs mois après traitement (chapitre 1). En plus de sa prolifération dans 
des gîtes larvaires traités, le Bti semble diffuser spatialement dans l’environnement car 
l’ADN de bactéries issues de souches commerciales utilisées pour les traitements a été détecté 
dans plusieurs sites de la région Rhône-Alpes qui n’avaient jamais été traités avec du Bti. 
L’utilisation d’engins aériens pour une pulvérisation de Bti à grande échelle pourrait favoriser 
la contamination accidentelle de sites même relativement éloignés de la zone traitée, par 
transport aérien des spores contenues dans la poudre de Bti pulvérisée. A l’heure actuelle, la 
bibliographie sur la rémanence du Bti dans l’environnement suggère un impact écologique 
mineur dans les sites où il est utilisé. Néanmoins, le contexte règlementaire récent qui impose 
une utilisation quasi exclusive de ce bactério-insecticide ainsi que nos résultats suscitent des 
interrogations concernant l’impact à moyen terme du Bti dans les écosystèmes. 
 
En France, comme dans de nombreux pays, les formulations commerciales de Bti 
utilisées pour la démoustication contiennent non seulement les cristaux toxiques produits par 
la bactérie mais également des spores de cette bactérie. Ces spores permettent de prolonger 






l’activité insecticide du Bti lorsqu’elles peuvent germer dans le corps des larves et reproduire 
un cycle de production de toxines. Afin de limiter les contaminations accidentelles de sites 
non traités, ou la prolifération de bactéries dans l’environnement après épandage de spores, il 
serait envisageable d’inactiver les spores contenues dans les formulations commerciales. C’est 
ce qu’a choisit l’Allemagne où les formulations de Bti sont irradiées aux rayons gamma pour 
limiter le nombre de spores viables épandues dans l'environnement (Thiery et al. 1996). 
 
 
I.2- Impact de la rémanence du Bti sur la résistance des larves de moustique 
Afin d’étudier l’impact de la rémanence du Bti dans l’environnement sur les larves de 
moustique, j’ai sélectionné pendant de nombreuses générations une souche de laboratoire 
d’Ae. aegypti avec des litières végétales contenant des toxines de Bti (chapitre 2). Les 
résultats ont montré une augmentation très faible de la résistance au Bti après 18 générations 
de sélection. Cependant, la souche sélectionnée montre des taux de résistance élevés 
(jusqu’à 30 fois) pour 3 des 4 toxines du Bti testées séparément. L’accumulation de Bti dans 
l’environnement permet donc de sélectionner très rapidement des résistances aux toxines du 
Bti.  
Ces résultats montrent aussi que pour identifier l’apparition de mécanismes de 
résistance au Bti dans les populations naturelles, il est important de tester non seulement les 
formulations commerciales de Bti contenant toutes les toxines, mais également chacune des 
toxines séparément. Des signatures de sélection liées au traitement au Bti ont aussi été 
détectées dans les populations d’Ae. rusticus de la région Rhône-Alpes (chapitre 5) et il serait 
intéressant de tester la sensibilité de ces populations aux toxines séparées du Bti. Cependant, 
comme la production des toxines individuelles du Bti est longue et parfois fastidieuse, ces 
tests de sensibilité ne pourront pas être appliqués de manière similaire sur un grand nombre 
d’espèces de moustique la région Rhône-Alpes, comme c’est le cas actuellement pour les tests 
de sensibilité au Bti commercial. Le développement d’un test diagnostique simple permettant 
aux agences de démoustication d’évaluer de manière rapide et fiable la tolérance des 
populations naturelles de moustiques aux toxines séparée du Bti apparait cruciale afin 










I.3- Quels sont les facteurs environnementaux à l’origine de cette 
rémanence ? 
 La prolifération et l’accumulation du Bti n’ont été mises en évidence que dans certains 
sites de la région Rhône-Alpes. Les gîtes à moustiques de la région où ces mécanismes ont été 
identifiés présentent des similarités écologiques : ce sont des marres temporaires localisées 
dans des sites boisés, ombragés, et contenant une épaisse litière végétale composée 
principalement de feuilles de chêne, d’aulne et de peuplier. Il est important de mieux 
comprendre pourquoi et comment ces phénomènes apparaissent dans certains cites : 
• Quels sont les facteurs écologiques, biotiques (structure des populations microbiennes, 
insectes disponibles dans le milieu) ou abiotiques (nature du sol, de la végétation, pH 
du milieu, facteurs climatiques, cycles de mise en eau des gîtes), qui favorisent cette 
rémanence dans les milieux naturels ? 
• Pourquoi les spores et les toxines n’ont-elles pas subit une inactivation et une 
dégradation rapide comme cela est observé communément après les traitements ? 
• Quelle est la fréquence de ces événements de prolifération du Bti dans les milieux 
naturels ? 
• Ces mécanismes peuvent-ils se produire dans des régions à risque sanitaire important 
comme la Camargue ou bien les départements et territoires d’outre mer ? 
 
Dans ce contexte, il apparait important d’être en mesure de suivre le devenir du Bti et de 
ses toxines dans les gîtes larvaires français. Des outils moléculaires permettant de détecter 
et de quantifier l’ADN de Bti dans l’environnement (PCR diagnostiques et PCR quantitative) 
ont récemment été développés au laboratoire et permettront de suivre avec précision la 
prolifération de ces bactéries dans l’environnement. 
 
I.4- Composition des litières toxiques  
Pouvoir quantifier les toxines de Bti présentes dans l’environnement est également 
un enjeu majeur pour connaitre la nature de la pression de sélection exercée sur les 
populations de moustique et prévoir l’évolution de la résistance aux toxines du Bti. En effet, le 
principal atout du Bti est qu’il est composé de plusieurs toxines agissant simultanément par 
des mécanismes différents et complémentaires, limitant ainsi la probabilité d’apparition de la 
résistance à cet insecticide. Cependant, si certaines toxines sont préservées dans les litières 






végétales en décomposition tandis que d’autres sont dégradées, l’apparition de résistances aux 
toxines présentes dans ces litières serait alors plus rapide dans les populations de moustiques 
exposées. Chez la souche d’Ae. aegypti sélectionnée aux litières toxiques contenant des 
toxines de Bti (souche LiTOX), des taux de résistance différents ont été mesuré pour le Bti 
commercial et les litières toxiques, suggérant une différence de composition en toxine 
entre ces deux types de matrices toxiques. La souche LiTOX ayant développé une résistance 
aux trois toxines Cry testées (Cry4A, Cry4B et Cry11), certaines de ces toxines semblent donc 
conservées dans les litières. Bien qu’un faible niveau de résistance à la toxine Cyt1A a été 
sélectionnée chez la souche LiTOX, cette toxine a été détectée par anticorps spécifiques dans 
les litières toxiques utilisées pour la sélection et semble donc également présente. Cependant, 
une plus faible quantité de cette toxine Cyt1A dans les litières pourrait expliquer l’apparition 
rapide de la résistance aux toxines Cry. La mise en place d’outils diagnostiques comme des 
tests immunologiques ELISA permettrait de quantifier précisément chacune des toxines du Bti 
dans l’environnement et d’évaluer leur dégradation différentielle au cours du temps. 
 
II- Quel modèle biologique pour l’étude de la résistance au Bti ?  
 
Le choix d’un modèle biologique adapté est primordial pour étudier la résistance au 
Bti. Tout d’abord, la résistance peut être mesurée directement sur le terrain et étudiée dans les 
populations naturelles traitées avec cet insecticide. Cette stratégie offre l’avantage de tenir 
compte d’une part de l’effet de la pression de sélection réellement exercée par le Bti lors des 
traitements, et d’autre part des facteurs biologiques (flux de gènes entre populations, mode de 
reproduction) et écologiques (historique des traitements et autres pressions de sélection) 
influant sur son évolution. Cependant le fait que des niveaux élevés de résistance n’aient pas 
encore été détectés dans les populations naturelles de moustiques traitées au Bti, se limiter à 
cette approche ne semble pas judicieux. 
 
Une autre stratégie consiste à obtenir par sélection au laboratoire une résistance au Bti 
chez des espèces modèles exposées à chaque génération à de fortes doses d’insecticide. La 
sélection au laboratoire permet d’obtenir et d’étudier la résistance rapidement et bien avant 
que celle-ci n’apparaisse en populations naturelles. Ce travail en laboratoire facilite également 
la mise au point d’outils pour étudier la résistance au Bti chez les espèces de terrain. Un des 






principaux avantages de travailler sur des espèces modèles, est le grand nombre de ressources 
génétiques disponibles (génome séquencé et annoté, puces à ADN, marqueurs moléculaires, 
etc.). De plus, sélectionner une souche résistante au laboratoire permet de connaitre et de 
contrôler de nombreux facteurs environnementaux (absence d’autres pressions de sélection), 
biologiques (migration, nombre de générations) et démographiques (histoire démographique, 
influence de la dérive génétique) ayant une influence sur les mécanismes adaptatifs en jeu. 
 
 La bibliographie montre que certaines études combinent les deux approches en 
sélectionnant au laboratoire des populations de moustiques récoltées sur le terrain (Goldman 
et al. 1986). Les populations choisies sont souvent des populations traitées depuis plusieurs 
années ou montrant déjà une baisse de sensibilité pour l’insecticide étudié. Cette méthode est 
particulièrement intéressante pour les espèces pour lesquelles l’élevage au laboratoire est 
réalisable (Ae. aegypti, An. gambiae ou Culex pipiens par exemple), mais ne peut s’appliquer 
à la plupart des espèces de moustiques de la région Rhône-Alpes comme Ae. rusticus qui 
nécessitent des conditions d’élevage trop contraignantes. 
 Dans le cadre de l’étude de la résistance au Bti, il serait intéressant de comparer les 
résultats obtenus en populations naturelles avec ceux obtenus sur les souches de laboratoire 
pour déterminer si : 
• l’évolution de la résistance aux toxines du Bti prédite en laboratoire est observée sur le 
terrain 
• le mêmes régions du génome sont sous sélection en laboratoire et sur le terrain 
• les mêmes gènes et/ou mécanismes sont impliqués dans la résistance au Bti. 
 
III- La résistance aux toxines du Bti 
III.1- Apparition rapide d’une résistance aux toxines Cry 
Une résistance aux toxines Cry du Bti est apparue chez la souche LiTOX en seulement 
quelques générations de sélection avec des litières toxiques contenant des toxines de Bti. Les 
niveaux de résistance ont atteint 30 fois pour la toxine Cry4A après seulement 18 générations 
de sélection. Plus récemment (après 23 générations de sélection), la souche LiTOX a montré 
des niveaux de résistance de plus de 50 fois aux toxines Cry4A et Cry4B, indiquant que la 
résistance n’est pas encore fixée et continue à augmenter chez cette souche de laboratoire. La 
souche d’Ae. aegypti Bora-Bora utilisée pour la sélection est considérée comme « sensible » 






et ne possède donc a priori pas de modifications des protéines ciblées par les insecticides 
apparues par mutation en milieu naturel. Par exemple, la mutation kdr conférant la résistance 
aux insecticides organochlorés et pyréthrinoïdes n’est pas présente chez cette souche. Dans 
notre cas, l’apparition rapide de la résistance au Bti laisse supposer que la sélection a agit sur 
des allèles déjà présents chez la souche Bora-Bora plutôt que sur de nouvelles mutations. La 
présence en faible fréquence d’allèles de résistance aux toxines du Bt a déjà été mise en 
évidence dans des populations de Lépidoptères et de Coléoptères non exposées à cet 
insecticide (Gould et al. 1997, Wenes et al. 2006). De plus, comme la résistance aux toxines 
du Bti peut impliquer de nombreux mécanismes et de nombreux gènes, la probabilité de 
posséder un des allèles de résistance à ces toxines pourrait s’en trouver favorisée. Il est 
vraisemblable que certains allèles conférant une résistance accrue aux toxines du Bti soient 
présents chez la souche sensible et que des combinaisons alléliques particulières ont été 
sélectionnées chez la souche LiTOX comme l’illustre les analyses AFLP (analyses PCoA, 
voir chapitre 3). Lorsque la/les mutation(s) responsable(s) de la résistance au Bti seront 
clairement identifiées chez la souche LiTOX, il deviendra alors possible de vérifier si ces 
mutations étaient déjà présentes chez la souche sensible parente ou bien si elles sont apparues 
au cours du processus de sélection. 
 
III.2- Mécanismes potentiellement impliqués dans la résistance au Bti chez la 
souche LiTOX 
La souche LiTOX a développé des niveaux de résistance relativement élevés aux 
toxines Cry du Bti, mais montre un niveau de résistance très faible à la toxine Cyt1A et au Bti 
commercial contenant le mélange des toxines. Il a été montré que les toxines Cyt ont la 
particularité de s’insérer directement dans les membranes des cellules épithéliales sans 
nécessiter de récepteurs spécifiques (Butko et al. 2003, Manceva et al. 2005). De plus, la 
boucle β6-αE de la toxine Cyt1A peut se fixer à trois boucles du domaine II de la toxine 
Cry11A (α8, β4 and loop 2), et, lorsqu’elle est insérée dans les membranes, peut agir comme 
un récepteur pour Cry11A (Perez et al. 2005, Perez et al. 2007). Ainsi, il semble que cette 
capacité de la toxine Cyt1A permette à la fois d’augmenter le nombre de récepteurs 
membranaires aux toxines Cry et de réduire la résistance aux toxines Cry lorsque celle-ci 
implique une modification des récepteurs membranaires. Dans le cas de la souche LiTOX, la 
résistance aux toxines Cry est masquée en présence de la toxine Cyt1A, suggérant que les 
mécanismes de résistance à ces toxines pourraient impliquer une modification de leurs 






récepteurs membranaires. De plus, comme un faible niveau de résistance persiste pour le 
Bti commercial contenant la toxine Cyt1A, la résistance de la souche LiTOX pourrait 
également impliquer d’autres mécanismes additionnels, comme la modification métabolique 
de l’activation des protoxines. Ces hypothèses restent très spéculatives à ce stade de l’étude et 
des expérimentations supplémentaires seront nécessaires pour identifier clairement les 
mécanismes impliqués. Par exemple, pour tester l’implication potentielle d’une altération de 
l’activation des protoxines par des protéases du tube digestif, il apparait possible de comparer 
la sensibilité des larves des souches LiTOX et sensible exposées soit aux toxines Cry non 
activées, soit aux mêmes toxines préalablement activées in vitro. Ce type d’expérimentation 
est actuellement en cours au laboratoire dans le cadre de la thèse de Guillaume Tetrau. 
 
III.3- Résistance croisée entre les toxines du Bti 
 Environ 25% des individus de la souche LiTOX montrent un allongement de 5 jours 
de leur temps de développement larvaire. Ces individus présentent une résistance aux toxines 
Cry4B et Cry11A, mais ne présentent pas de résistance à la toxine Cry4A. Ce résultat semble 
indiquer une absence de résistance croisée entre les toxines Cry4B et Cry4A chez ces 
individus, c'est-à-dire que le mécanisme de résistance leur permettant de résister à Cry4B ne 
leur permettrait pas de résister à la toxine Cry4A, et que deux mécanismes distincts pourraient 
donc conférer une résistance à ces deux toxines. Afin de confirmer ce résultat il serait 
intéressant de sélectionner de façon indépendante une résistance à chacune de ces toxines 
chez des souches distinctes et de vérifier ensuite par bioessais les niveaux de résistances 
croisées avec chacune des toxines du Bti. S’il est confirmé, ce résultat implique que plusieurs 
mécanismes de résistance ont été sélectionnés chez la souche LiTOX et que la résistance au 
Bti est d’origine multigénique. Enfin, d’un point de vue appliqué, une absence de résistance 
croisée entre les toxines Cry4A et Cry4B chez cette espèce pourrait constituer un élément 
supplémentaire permettant d’expliquer l’évolution limitée de la résistance au Bti dans les 
populations naturelles. 
 
III.4- Coûts et compromis adaptatifs 
 Des coûts associés à la résistance ont été mis en évidence chez la souche 
LiTOX résistante aux toxines de Bti (chapitre 4). Ces coûts s’expriment par une réduction de 
la survie des œufs, un allongement du temps de développement larvaire et une baisse 






importante de la fécondité des femelles adultes. Des coûts élevés liés à la résistance au Bti 
offrent la possibilité de mettre en place des stratégies de traitement comme la stratégie « 
haute-dose-refuge » qui préconise une application localisée du pesticide en laissant des 
parcelles « refuges » non traitées à proximité. Le succès de cette stratégie dépend de la 
supériorité compétitive des individus sensibles dans les zones non traitées et de leur diffusion 
vers les zones traitées, ayant pour effet la diminution de la fréquence de l’allèle de résistance 
non seulement dans les refuges, mais également dans les zones traitées (Lenormand & 
Raymond 1998), Cette stratégie a prouvé son efficacité pour limiter l’évolution de la 
résistance au Bt chez des ravageurs de cultures lors de l’utilisation de cultures transgéniques 
exprimant des gènes codant des toxines du Bt (Liu & Tabashnik 1997, Vacher et al. 2003, 
Kumar et al. 2008). Cependant elle ne peut être appliquée avec succès que lorsque les allèles 
de résistance sont encore en fréquence faible dans les populations. Dans le cas de la résistance 
au Bti chez les moustiques de terrain, la résistance n’étant pas documentée, il est 
vraisemblable que les allèles de résistance soient en fréquence faible. La prise de conscience 
que la résistance peut évoluer devrait inciter les gestionnaires à adopter une stratégie 
d’épandage du Bti localisée, permettant le maintien de populations d’individus sensibles à 
proximité des zones traitées (zones refuges). De plus, compte-tenu des résultats obtenus sur 
des litières provenant de sites a priori non traités, mais contenant néanmoins des spores 
viables de Bti commercial, toutes les précautions devraient être apportées afin d’éviter la 
contamination accidentelle des zones refuges. Par exemple, privilégier l’épandage terrestre 
plutôt qu’aérien, et/ou utiliser du Bti préalablement irradié. 
  
IV- Etude des bases génétiques de la résistance au Bti par scans 
génomiques 
 
Tout d’abord, les régions génomiques impliquées dans la résistance au Bti ont été 
recherchées par une approche de génomique des populations. Contrairement aux approches 
fonctionnelles qui cherchent à identifier des protéines fixant, dégradant ou activant les toxines 
du Bti, avant d’identifier les gènes correspondants puis la/les mutation(s) impliquée(s) dans la 
résistance, l’approche par génomique des populations consiste à comparer des populations de 
génomes soumises à des pressions de sélection contrastées afin de rechercher les gènes 
sélectionnés. L’intérêt de cette approche est de s’affranchir de tout a priori sur le ou les gènes 






impliqués dans la résistance, et d’étudier l’impact de la sélection sur le génome dans sa 
globalité. C’est une approche particulièrement utile dans le cas d’une résistance impliquant un 
grand nombre de gènes de fonctions mal connues. Dans notre cas, la stratégie a consisté à 
rechercher à l’aide de centaines de marqueurs génétiques des signatures de sélection positive 
dans les génomes de populations de moustiques résistantes au Bti (souche de laboratoire d’Ae. 
aegypti sélectionnée) ou traitées depuis plus de 15 ans au Bti (espèce de terrain Ae. rusticus). 
Pour cela deux scans génomiques ont été effectués pour l’espèce de laboratoire Ae. aegypti 
(l’un avec les marqueurs AFLP répartis aléatoirement dans le génome et l’un à l’aide de 
marqueurs DArT liés à un élément transposable), et un scan génomique AFLP a été effectué 
pour l’espèce Ae. rusticus. 
 
IV.1- Détection et localisation dans le génome des signatures de sélection 
positive détectées par scans génomiques 
Pour chacun des génomes scans effectués, des signatures de sélections ont été 
détectées pour plusieurs marqueurs ayant un comportement hors-norme (« outlier »): 18 (4.17 
% des marqueurs) et 6 (4.5 %) loci outliers AFLP pour les scans génomiques effectués sur les 
espèces Ae. aegypti et Ae. rusticus respectivement, et 70 (14.5%) loci outliers DArT détectés 
chez Ae. aegypti. Cette proportion de loci outliers potentiellement liés à la résistance ou aux 
traitements avec le Bti est comparable à la proportion de 5.8 % de loci outliers détectés 
généralement par les scans génomiques visant à étudier d’autres pressions de sélection (Nosil 
et al. 2009). La détection de loci outliers anonymes (c'est-à-dire de séquence et de position sur 
le génome inconnues) était jusqu’à présent une des limites des scans génomiques. 
Aujourd’hui l’accès aux séquences des loci outliers est facilité par l’utilisation de nouvelles 
méthodologies comme celle des DArT (clonage des marqueurs), ou bien par les avancées 
récentes en matière de séquençage d’ADN à haut débit comme par exemple le 
pyroséquençage. 
 
Un des avantages conféré par l’utilisation d’espèces modèles dont le génome est 
séquencé comme Ae. aegypti est de pouvoir localiser de façon précise sur le génome les 
marqueurs outliers séquencés. En revanche, pour l’espèce Ae. rusticus, aucune donnée de 
séquence n’est encore disponible. En se basant sur la synténie existant entre les génomes 
d’Ae. aegypti et d’Ae. rusticus, il est parfois possible de positionner sur le génome de l’espèce 
modèle une partie des loci outliers détectés chez l’espèce non modèle. Dans notre cas, les 






séquences des loci outliers AFLP d’Ae. rusticus obtenues par pyroséquençage étaient 
composées principalement de séquences répétées dans le génome d’Ae. aegypti et n’ont donc 
pas pu être localisées précisément sur le génome de référence. Les éléments répétés des 
génomes peuvent poser de réels problèmes pour l’analyse génétique de certaines espèces ainsi 
que pour le séquençage et l’assemblage de leur génome. Par exemple, le génome d’Ae. 
aegypti est composé d’environ 50 % de séquences répétées (Nene et al. 2005), et des mesures 
préliminaires de quantité d’ADN par cytométrie de flux indiquent que le génome d’Ae. 
rusticus est environ 2,5 fois plus grand (Vieira C, communication personnelle), et donc 
potentiellement composé d’une proportion encore plus élevée d’éléments répétés que le 
génome d’Ae. aegypti. 
 
Chez l’espèce Ae. aegypti, le séquençage de 8 loci outliers AFLP et 42 loci outliers 
DArT et leur localisation dans le génome séquencé de cette espèce ont permis de déterminer 
que la plupart des loci outliers ne colocalisent pas dans la même région du génome. Des 
signatures de sélection positives sont donc détectées dans de nombreuses régions du génome, 
indiquant que la résistance est probablement complexe et d’origine multigénique. Sur le 
total des 50 loci outliers séquencés, seulement 2 outliers DArT sont localisés dans la même 
région du génome d’Ae. aegypti (le même supercontig) tandis que les autres sont répartis sur 
48 des 4758 supercontigs assemblés pour cette espèce. Ne pas trouver plus de marqueurs qui 
colocalisent n’est pas étonnant d’un point de vue statistique, car les 900 marqueurs génétiques 
utilisés pour ces analyses représentent seulement 20 % du nombre total des supercontigs et les 
50 loci outliers séquencés seulement 1 %. Un assemblage de ces supercontigs ou l’obtention 
d’une carte génétique grâce à une approche QTL par exemple, seraient d’une grande utilité 
pour pouvoir déterminer plus précisément le nombre de régions du génome sous sélection.  
 
IV.2- Origine des signatures de sélection détectées par les scans génomiques 
Les signatures de sélection détectées par les méthodes de scans génomiques peuvent 
avoir de nombreuses origines. 
Premièrement, les méthodes statistiques utilisées pour l’analyse des données peuvent 
détecter des loci neutres comme étant des outliers, ce sont les « faux positifs». La 
comparaison de plusieurs populations avec plusieurs méthodes d’analyse statistiques 
permettant la détection des loci outliers permet de limiter le nombre de faux positifs (Bonin et 
al. 2004, Nosil et al. 2008). 







Deuxièmement, la dérive génétique peut être caractérisée par la même signature 
génétique que la sélection, c'est-à-dire une baisse de la diversité génétique (Hamblin et al. 
2006). Connaître l’histoire démographique des populations étudiées est donc très utile pour 
pouvoir estimer les effets potentiels dus à la dérive. Afin de limiter ce biais, il est possible 
d’utiliser la méthode de détection d’outliers récemment développée par Foll & Gaggiotti 
(2008) au laboratoire et qui à l’avantage de prendre en compte l’histoire démographique des 
populations testées. L’effet de la dérive génétique est accentué par de faibles effectifs dans la 
population, ce qui peut parfois être le cas lorsque l’on sélectionne une souche en laboratoire. 
 
Troisièmement, les différences de taux de mutation entre les différents éléments du 
génome peuvent également se confondre avec des signatures de sélection lors des scans 
génomiques. Par exemple, en comparant les souches sensible et résistante de l’espèce Ae. 
aegypti, nous avons pu mettre en évidence des indices de différenciation (FST) très élevés pour 
les marqueurs liés à un élément transposable (FST = 0.556) par rapport à des marqueurs AFLP 
neutres répartis aléatoirement sur le génome (FST = 0.114). En conséquence, un marqueur 
AFLP se situant par hasard dans un élément transposable ou bien tout autre portion 
génomique caractérisée par une forte diversité génétique montrera alors un FST plus élevé que 
la moyenne des autres marqueurs AFLP et pourra donc être détecté comme « outlier ». Bien 
que les éléments transposables semblent fréquemment impliqués dans les phénomènes 
d’adaptations rapides (Aminetzach et al. 2005, Yang et al 2007), les détecter de manière 
récurrente lors de scans génomiques ne suffit donc pas à leur attribuer un rôle majeur dans les 
processus adaptatifs étudiés. 
 
Quatrièmement, les signatures de sélection peuvent bien sur être liées aux gènes 
impliqués dans la résistance au Bti. Trois cents gènes candidats codant principalement pour 
des récepteurs aux toxines du Bti ou pour des protéases impliquées dans leur activation ou 
leur dégradation ont été identifiés dans le génome d’Ae. aegypti, une de nos hypothèses étant 
que la sélection agit principalement sur un ou plusieurs de ces gènes. Des signatures de 
sélection peuvent également être liées à de nombreux autres traits ayant un impact mineur 
sur la résistance aux toxines du Bti (comportement alimentaire, développement, 
métabolisme, morphologie, etc.). 
 






Cinquièmement, la sélection peut agir également sur des gènes permettant la 
compensation du coût de la résistance. Bien qu’ils jouent un rôle important dans les 
phénomènes d’adaptation, les effets pléïotropes et épistasiques entre les gènes restent encore 
peu connus. La résistance aux pesticides est un bon modèle pour déterminer le nombre de 
traits et de gènes interagissant avec un allèle adaptatif ainsi que la nature de ces interactions. Il 
a été démontré par exemple qu’un allèle de résistance à un herbicide pouvait interagir avec de 
nombreux traits d’histoire vie chez la plante modèle Arabidopsis thaliana, et que la présence 
ou l’absence de ces interactions dépendait du fond génétique des plantes testées (Paris et al. 
2008). Dans ce contexte, il serait intéressant de comparer le génome des individus de la 
souche d’Ae. aegypti résistante au Bti montrant une réduction des coûts liés à la résistance 
avec des individus exprimant ces coûts afin d’identifier les gènes impliqués dans la 
compensation de ces coûts. 
 
Enfin, la sélection en laboratoire peut parfois entrainer la sélection accidentellement 
d’autres traits liés par exemple à la méthode de sélection utilisée ou bien aux conditions 
d’élevage et de manipulation de l’organisme étudié. Dans notre cas, il est possible d’avoir 
sélectionné des traits liés à une modification du régime alimentaire chez la souche LiTOX 
partiellement nourrie avec des litières végétales.  
 
IV.3- Identification de gènes potentiellement impliqués dans la résistance aux 
toxines du Bti 
Parmi les 50 loci outliers liés à la résistance au Bti séquencés chez l’espèce Ae. 
aegypti, 10 sont localisés dans des supercontigs contenant 1 à 4 gènes candidats à la résistance 
aux toxines du Bti. La probabilité d’obtenir un tel nombre de marqueurs localisés dans un des 
169 contigs contenant des gènes candidats par chance est très faible (loi binomiale B (50, 
169/4758), P = 7.34 E-06), ce qui indique que les marqueurs génétiques détectés comme 
outliers lors de nos scans génomiques sont significativement agrégés avec des gènes 
candidats.  
  
Lorsque les régions du génome sous sélection sont identifiées, il est alors 
particulièrement difficile de choisir quels gènes étudier de manière précise entre les nombreux 
gènes présents dans ces régions. Tout d’abord, à quelle distance du locus outlier un gène doit-
il être considéré comme potentiellement impliqué dans la résistance ? En d’autre terme, à 






quelle distance du gène sous sélection seront encore détectées des signatures de sélection ? La 
résistance ayant évolué en seulement quelques générations chez la souche LiTOX, le 
déséquilibre de liaison est susceptible de s’étendre sur de grandes distances autours des gènes 
sélectionnés. De tels déséquilibres de liaison offrent l’avantage d’augmenter les chances de 
détecter les régions du génome sous sélection, mais ont aussi l’inconvénient d’augmenter les 
nombre de gènes identifiés.  
 
Dans ce contexte, une stratégie intéressante pourrait consister à séquencer en priorité 
les gènes candidats proches des loci outliers comme par exemple ceux codant pour des 
récepteurs potentiels aux toxines du Bti, car des mutations sont attendues dans ces gènes. En 
ce qui concerne les gènes codant pour des protéases impliquées dans l’activation ou la 
dégradation des toxines, il est plus probable de trouver des modifications dans les régions de 
régulation de ces gènes. Pour ces gènes, il apparait donc plus intéressant d’étudier leurs 
niveaux de transcription par RT-PCR quantitative, puces à ADN ou bien par séquençage à très 
haut débit de librairies d’ADNc. 
 
IV.4- Séquençage des gènes potentiellement impliqués dans la résistance aux 
toxines du Bti 
Parmi les gènes proches des loci outliers DArT, deux gènes codant pour des récepteurs 
potentiels des toxines du Bti (une cadhérine et une aminopeptidase) ont été séquencés chez 25 
individus des souches d’Ae. aegypti sensible et résistante. Le gène codant pour la cadhérine 
est localisé sur le même supercontig que deux outliers DArT. Des signatures de sélection 
positive ont été mises en évidence dans le gène codant cette cadhérine chez la souche 
résistante, soulignant son rôle potentiel dans la résistance au Bti. Inversement, la séquence du 
gène codant pour l’aminopeptidase ne montre aucune signature de sélection et ce gène ne 
semble donc pas impliqué dans la résistance au Bti. L’absence de signature de sélection dans 
ce gène situé à environ 1000 kb du locus outlier semble indiquer que cette distance du locus 
outlier est trop élevée pour détecter une signature de sélection. Dans certaines régions du 
génome humain, une baisse de variabilité génétique due à un balayage sélectif a été détectées 
sur un intervalle de plus de 500 kb (Kelley et al. 2006). Cependant, les effets d’un balayage 
sélectif du à la sélection sont souvent restreints à des régions plus limitées. Par exemple, une 
forte baisse de diversité a été détectée jusqu’à 100 kb autour du gène dhfr impliqué dans la 
résistance à la pyrimidine chez Plasmodium falcifarum (Nair et al. 2003). De même, des 






signatures de sélection étaient détectables à seulement 10 kb ou 20 kb autour de loci 
microsatellites détectés comme outliers lors de scans génomiques chez la littorine ou 
l’épinoche respectivement (Wood et al. 2008, Makinen et al. 2008).  
 
Dans le cas du gène codant pour la cadherine montrant une signature de sélection, il se 
situe à 97 kb et 2200 kb respectivement des 2 loci outliers colocalisés sur le même 
supercontig. Néanmoins, la détection de signature de sélection dans le gène codant pour la 
cadhérine ne suffit pas à prouver que la sélection a agit directement sur ce gène. En effet, les 
gènes candidats séquencés sont proches des loci outliers et se trouvent donc dans des régions 
du génome présentant des signatures de sélection positive. Il n’est donc pas étonnant de 
détecter les mêmes signatures de sélection dans leurs séquences. Il est donc aussi 
envisageable que ce gène soit lié à un autre gène sous sélection qui pourrait lui, être impliqué 
dans la résistance. Il est donc indispensable de confirmer l’implication de ce gène dans la 
résistance au Bti par différentes approches complémentaires. Parmi celles-ci, il est possible 
d’envisager :  
• le séquençage du gène et des régions adjacentes chez de nombreux individus 
pour déterminer si une mutation diagnostique permet de distinguer les 
individus de la souche sélectionnée des individus sensibles.  
• Une analyse fonctionnelle des capacités de fixation de la protéine et de ses 
différents allèles avec les toxines du Bti. 
• Une inhibition de son expression par ARN interférant ou par mutations 
dirigées. 
 
A l’heure actuelle, aucune mutation diagnostique dans le gène codant pour la 
cadhérine n’a été identifiée entre la souche sensible et la souche résistante. Lors d’adaptations 
multigéniques, l’hypothèse est que la sélection agit lors des premières générations sur la 
combinaison des allèles d’intérêt, plutôt que sur leurs fréquences. Cette hypothèse semble 
s’appliquer à la résistance au Bti car les résultats de diversité génétique indiquent que la 
sélection de la souche LiTOX n’a pas sélectionné seulement des allèles particuliers chez la 
souche LiTOX, mais surtout de nouvelles combinaisons alléliques non présentes chez la 
souche d’origine. Il apparait donc difficile de pouvoir détecter après seulement quelques 
générations de sélection la fixation des allèles de résistance.  
 






 Enfin, la souche LiTOX montre des niveaux de résistance élevés aux 3 toxines Cry4A, 
Cry4B et Cry11A, et les gènes identifiés par scans génomiques sur cette souche ne peuvent 
donc pas être attribués à la résistance à l’une de ces toxines en particulier. Il serait intéressant 
de sélectionner à partir de la souche sensible, et de façon indépendante des souches résistantes 
à chacune des toxines individuelles du Bti afin d’associer les différents gènes potentiellement 
impliqués dans la résistance aux toxines individuelles du Bti. 
 
V- Transcriptomique et recherche des bases génétiques de la 
résistance au Bti 
 
La mise au point de nombreuses puces à ADN ainsi que les avancées technologiques 
récentes en matière de séquençage à très haut débit permettent aujourd’hui d’étudier de 
manière globale les variations de transcriptome chez plusieurs espèces de moustiques. Par 
exemple, le séquençage du transcriptome des souches d’Ae. aegypti sensible et résistante avec 
le séquenceur à très haut débit Solexa nous a permis de comparer l’expression de 6 434 gènes 
entre ces deux souches. L’avantage de cette méthode est de pouvoir étudier l’ensemble du 
transcriptome sans a priori sur les gènes impliqués dans la résistance au Bti. Bien que cette 
approche ne permette probablement pas de détecter l’ensemble des gènes exprimés chez les 
larves, plus de 300 gènes ont montré des différences de transcription significatives chez la 
souche résistante par rapport à la souche sensible. Une dizaine de gènes candidats codant pour 
des récepteurs membranaires ou des protéases potentiellement impliquées dans l’activation 
des toxines montrent une sous-expression significative chez la souche résistante et pourraient 
donc contribuer à la résistance.  
 
De nombreux gènes non connus ou des régions du génome non annotées comme 
codantes montrent également des différences d’expression très élevées entre les deux souches. 
L’annotation lacunaire du génome d’Ae. aegypti et le nombre important de gènes de fonction 
encore inconnue dans le génome des moustiques représentent une limite importante des 
méthodes de transcriptomique globales. Dans le cadre de notre étude, les résultats obtenus 
grâce à ce screening à grande échelle devront sans doute être validés et confirmés par d’autres 
approches moléculaires et fonctionnelles. Enfin, une confrontation globale et systématique 






des résultats obtenus par les approches de génomique et de transcriptomique pourrait 
permettre d’identifier des gènes fortement susceptible d’être impliqués dans la résistance. 
 
VI- Conclusion générale  
Le bactério insecticide Bti, de part sa spécificité envers les Diptères et de part 
l’absence d’évidence d’une évolution rapide de la résistance dans les populations naturelles, 
représente aujourd’hui une très bonne alternative aux insecticides chimiques. Cependant les 
résultats obtenus au cours de ma thèse montrent que les traitements au Bti pourraient avoir 
dans certains cas un impact important dans les écosystèmes. Il apparait donc important de 
mieux connaitre le comportement du Bti dans les milieux humides, et d’identifier, afin de les 
prévenir, les risques liés à son utilisation massive pour la démoustication.  
De plus, j’ai pu montrer que des niveaux de résistance élevés à certaines de ses toxines 
peuvent apparaitre rapidement chez Ae. aegypti en laboratoire. L’étude de la résistance au Bti 
chez des espèces de moustique de laboratoire est importante afin d’identifier les gènes et les 
mécanismes susceptibles d’être impliqués dans la résistance et notamment les mutations 
conférant la résistance. Une application à moyen terme de ce travail pourra être la possibilité 
d’estimer la fréquence des allèles de résistance dans les populations naturelles de moustiques 
dans des gîtes traités et non traités au Bti. La surveillance de la sensibilité au Bti des espèces 
cibles, et la détection précoce de la présence d’allèles de résistance dans les populations 
naturelles, permettra d’estimer la probabilité d’apparition de phénomènes de résistance et d’en 
anticiper le risque. Enfin, l’étude du coût de la résistance au Bti et d’autres facteurs génétiques 
comme la dominance des gènes de résistance sera essentielle afin de pouvoir prédire et 
modéliser la résistance au Bti dans les populations naturelles. De tels travaux permettront de 
mettre en œuvre une gestion intégrée et durable des populations de moustiques combinant 
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La résistance aux insecticides chez les moustiques pose des problèmes de santé 
publique car ils sont vecteurs de nombreuses maladies comme la malaria, la dengue ou 
chikungunya. Une alternative aux insecticides chimiques est l’utilisation du bactério-
insecticide Bacillus thuringiensis subsp israelensis (Bti) qui a l’avantage de produire un 
mélange de six toxines spécifiques des Diptères ayant des modes d’action différents. Il a été 
démontré que le Bti commercial pouvait proliférer et s’accumuler, entrainant une forte toxicité 
dans les litières végétales de certains gîtes à moustiques. 
Afin d’étudier l’évolution de la résistance au Bti chez les moustiques, j’ai sélectionné 
en laboratoire une souche d’Aedes aegypti avec des litières végétales contenant des toxines de 
Bti. Une résistance multigénique aux toxines Cry du Bti est apparue en seulement quelques 
générations chez la souche sélectionnée. Plusieurs approches ont été utilisées pour rechercher 
les bases génétiques de la résistance au Bti chez la souche d’Ae. aegypti résistante. Deux 
« scans génomiques », l’un lié à des éléments transposables, l’autre à des marqueurs neutres 
AFLP, ont permis de déterminer plusieurs régions du génome présentant des signatures de 
sélection. Les niveaux de transcription de plus de 6000 gènes ont été comparés entre la souche 
résistante et une souche sensible d’Ae. aegypti grâce à un « scan transcriptomique » par 
séquençage haut débit. La combinaison de ces résultats avec une approche « gènes candidats » 
a permis d’obtenir et de travailler sur une liste de gènes potentiellement liés à la résistance au 
Bti. Parmi les gènes identifiés, un gène codant pour un récepteur membranaire potentiel des 
toxines du Bti (une cadhérine) présente des signatures de sélection chez la souche résistante et 
semble donc impliqué dans la résistance au Bti.  
De plus, une étude de génomique des populations de l’espèce de terrain Aedes rusticus 
traitée depuis 20 ans au Bti a permis de mettre en évidence des signatures de sélection liées au 
traitement et des flux de gènes importants chez cette espèce dans la région Rhône-Alpes. 
La caractérisation de la pression de sélection exercée par la rémanence du Bti dans les 
gîtes à moustiques, de facteurs génétiques liés à la résistance (résistance multigénique, fort 
coût de la résistance, résistance croisée limitée) et de facteurs biologiques liés aux espèces 
traitées de la région Rhône-alpes (flux de gènes importants) peut aider à la mise en place de 
stratégies de gestion limitant l’évolution de la résistance au Bti dans ces populations. 
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Mosquito control represents a major public health concern, as mosquitoes transmit 
many severe human diseases such as malaria, dengue fever, yellow fever and chikungunya. 
After the massive use of chemical insecticides since the fifties, the bacterio-insecticide 
Bacillus thuringiensis subsp. israelensis (Bti) represents a safe alternative and is now widely 
used to control mosquito populations. High toxicity due to commercial Bti proliferation and 
persistence was found in decaying leaf litter collected in mosquito breeding sites.  
In order to evaluate the evolution of resistance, an Aedes aegypti strain was selected 
with field-collected leaf litter containing Bti toxins in laboratory conditions. Resistance of 
Aedes aegypti to Bti Cry toxins evolved after only few generations of larval selection. Several 
approaches were used to study the genetic bases of Bti resistance in the resistant strain. First, 
the genetic comparison by two genome scans (one with markers linked to transposable 
elements and one with neutral AFLP markers) of the sensible and the resistant strains revealed 
genetic loci related to this resistance. Those loci were sequenced and located in the Ae. 
aegypti genome and allowed the detection of several genomic regions under selection. Then, a 
transcriptome scan allowed the comparison of the transcription of more than 6000 between 
the susceptible and the resistant strain transcriptome. Several genes potentially involved in Bti 
resistance were detected by combining these results with a candidate gene approach. Among 
them, a cadherin gene displayed patterns of nucleotide polymorphisms consistent with the 
action of positive selection and appeared a good candidate for Bti resistance. 
 Furthermore, signatures of selection linked to Bti treatment and high gene flow were 
detected by a population genomic approach in the Rhône-Alpine (France) mosquito strain 
Aedes rusticus.  
 Information about genetic factors linked to Bti resistance (number of genes involved, 
resistance cost, cross resistance) and biological factors linked to treated species (gene flow) 
are essential to use adapted resistance management strategies. 
 
Key words : insecticide resistance, Bacillus thuringiensis subsp israelensis, resistance cost, 
genome scan, transcriptomic, Aedes. 
